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A associação entre cianobactérias e esponjas é considerada como a mais 
primitiva no Reino Animal. No entanto, muito pouco é conhecido acerca da identidade 
e filogenia dos simbiontes de cianobactérias em esponjas. A vasta diversidade 
microbiana presente no interior de esponjas, representa hoje um enorme desafio para 
a compreensão da estrutura e função destes consórcios microrganismos-esponja. 
Desta associação, tem resultado também uma fonte infindável de compostos bioativos 
de enorme relevância no campo da biotecnologia marinha.  
O presente estudo, teve como objetivo avaliar as alterações na estrutura e 
composição da comunidade de cianobactérias ao longo de 105 dias em água do mar 
natural, e 30 dias em água do mar artificial na esponja Hymeciacidon perlevis. 
Primeiramente, para confirmar a presença das cianobactérias foi realizada uma 
quantificação de pigmentos fotossintéticos. A análise molecular, foi baseada 
essencialmente na amplificação do gene 16S rRNA, técnica de DGGE, clonagem e 
posteriormente sequenciação. 
Da quantificação de pigmentos fotossintéticos, os resultados demonstraram 
uma diminuta comunidade de cianobactérias associada a Hymeniacidon perlevis, com 
oscilações na sua abundância ao longo do tempo.  
Os resultados da análise molecular, apresentaram uma comunidade diversa de 
cianobactérias a hospedar em Hymeniacidon perlevis e uma estrutura estável ao longo 
do tempo. O predomínio de espécies da família Nostocaceae durante o ensaio, 
permitiu sugerir uma elevada especificidade destas espécies com Hymeniacidon 
perlevis, estabelecendo uma verdadeira relação simbiótica e sustentando assim uma 
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The association between cyanobacteria and sponges is considered to be the 
most primitive in the Animal Kingdom. However, little is known about the identity and 
phylogeny of cyanobacterial symbionts in sponges. The vast microbial diversity present 
within sponges, represents today, a huge challenge to understanding the structure and 
function of these consortia microorganisms-sponge. This association has resulted also 
in an endless source of bioactive compounds of enormous relevance in the field of 
marine biotechnology. 
The aim of the present study was to evaluate changes in the structure and 
composition of the cyanobacterial community over 105 days in natural seawater, and 
30 days in artificial seawater in the sponge Hymeniacidon perlevis. First, to confirm the 
presence of cyanobacteria, the quantification of photosynthetic pigments was 
performed. Molecular analysis was based primarily on the amplification of the 16S 
rRNA, DGGE technique, cloning and then sequencing. 
Quantification of photosynthetic pigments showed a minor community of 
cyanobacteria associated with Hymeniacidon perlevis, with fluctuations in the 
abundance over time. 
Molecular analysis showed a diverse community of cyanobacteria in the host 
Hymeniacidon perlevis and a stable structure over time. The predominance of species 
of Nostocaceae family during the study, suggests a high specificity of these species 
with Hymeniacidon perlevis, establishing a true symbiotic relationship and sustaining a 
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Os Porifera, vulgarmente denominados de esponjas marinhas, são um grupo 
de organismos marinhos filtradores que representam uma componente das 
comunidades bentónicas de enorme relevância, tanto em termos da sua biomassa 
como do seu potencial para influenciar processos bêntico-pelágicos em diversos 
ecossistemas. 
Considerado um grupo bem sucedido, os poríferos têm assumido uma posição 
filogenética de destaque. Apesar de ostentarem uma anatomia e morfologia 
extremamente simplista, a sua complexidade molecular inesperada, desencadeou 
desde há muito um debate sobre a sua origem e constituição (colónias de organismos 
unicelulares vs multicelulares) levantando inúmeras questões e teorias sobre a sua 
evolução no reino animal. 
 
1.1. Caraterísticas Gerais 
 
1.1.1. História e Taxonomia 
 
As esponjas marinhas ou Poríferos (do latim porus, poro + phoros), assim 
designadas pela primeira vez por Robert Grant (Grant, 1836), são os invertebrados 
sésseis mais primitivos do grupo dos metazoários do reino animal. Consideradas neste 
reino há 200 anos, até há cerca de 10 anos eram posicionadas entre o grupo 
taxonómico dos Protozoários (Spencer,1864) e Metazoários (Haeckel, 1896), 
supondo-se que teriam evoluído a partir de um simples flagelado unicelular ou 
originadas em biofilmes, por associação a coanoflagelados, dada à sua similaridade 
com os coanócitos de esponja (Reitner,1993). Presumivelmente, os Porifera foram 
originados de forma independente a partir de antepassados unicelulares e, não são 
diretamente aparentados com os eumetazoários (cnidários e celomados). As últimas 
evidências demonstraram que todos os filos de metazoários incluindo os Porifera, são 
de origem monofilética e descendem de um ancestral comum, um organismo colonial 
designado, Urmetazoa (Müller, 2001). No entanto, são várias as teorias de que o filo 
Porifera seja na verdade parafilético, dada a relação estreita que existe entre a classe 
Calcarea de esponjas e o sub reino Eumetazoa, o que leva a crer que o ancestral dos 
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metazoários seja um organismo similar a uma esponja (Adams et al., 1999; Borchiellini 
et al., 2001). 
Estes animais sedentários e predominantemente marinhos, datam desde há 
580 milhões de anos desde o período Pré-Câmbrico, não tendo sofrido praticamente 
modificações nas suas características morfológicas até ao presente, sendo por isso 
considerados verdadeiros fósseis vivos (Li et al., 1998). O aparecimento de estruturas 
semelhantes a espículas e espongina nos sedimentos Rifeianos e Vendianos, e o nível 
de organização simples da sua estrutura, levam outros autores a considerar que o 
aparecimento de espongiários ocorreu no Proterozóico Superior (há 1,000 a 540 
milhões de anos atrás) (Müller et al., 2007; Reitner & Wörheide, 2002). 
Atualmente encontram-se cientificamente descritas cerca de 11.000 espécies 
de esponjas, das quais 8.500 são consideradas válidas estimando-se que a sua 
biodiversidade inclua 15.000 espécies no seu total (Soest et al., 2012). Face a esta 
grande diversidade e à dificuldade que existe na preservação e registo fóssil de 
espongiários, dada a degradação do esqueleto mineralizado em espículas individuais, 
a sua classificação taxonómica torna-se muitas vezes problemática e 
consequentemente gera pouco consenso científico. 
Segundo Hooper & Soest (2002), o filo Porifera divide-se em 3 classes, 
designadamente Demospongiae, Calcarea, Hexactinellida. Adicionalmente, a classe 
Archaeocyatha constituída apenas por organismos fósseis (Rowland & Stephens, 
2001) foi também incluída no entanto, devido à dificuldade na classificação de 
esponjas com base em fósseis, considerou-se apenas a existência das primeiras três 
classes referidas anteriormente.  
A quarta classe Homoscleromorpha (Gazave et al., 2012) surgiu recentemente 
sendo considerada filogeneticamente distinta da classe Demonspongiae, na qual era 
anteriormente incluída. Desta forma, tradicionalmente reconhecidas como apenas 3 
classes (Hooper & Soest, 2002) o filo Porifera é atualmente dividido em 4 classes 
distintas (Fig. 1), 25 ordens, 128 famílias e 680 géneros (Soest et al., 2012). 
Esta classificação baseia-se essencialmente nos tecidos moles e elementos 
preservados no seu estado fóssil, que constituem o esqueleto mineralizado. A 
composição e a forma dos elementos do esqueleto das esponjas, nomeadamente 
espículas, fibras de espongina e/ou colagénio que conferem integridade estrutural e de 
suporte aos poríferos, encontram-se organizados numa rede esquelética permitindo a 
sua classificação. 
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A classe Calcarea, inteiramente marinha e de pouca profundidade cuja 
identificação é bastante difícil, representa apenas 8% (Fig.1) do total de esponjas. As 
esponjas calcárias, de tamanho reduzido, possuem um esqueleto mineral composto 
por espículas compactas de carbonato de cálcio (calcite),tipicamente monoaxónicas e 
/ou tetraxónicas e separadas. Datam desde o período Câmbrico até à atualidade, e 
apresentam um sistema aquífero simples- asconóide e siconóide a complexo- 
leuconóide (Soest et al., 2012). 
À classe Hexatinellida, pertencem as esponjas de vidro com esqueleto formado 
por espículas de sílica, com simetria triaxónica, dispostas de forma hexagonal 
(hexarradiadas) e fundidas numa rede. Geralmente, estas são de duas dimensões 
(micro e macroscleras). Diferem das outras classes pelo seu grande citoplasma 
multinucleado encerrado por uma membrana externa- sincício (Leys et al., 2007) e 
ocorrem sobretudo a grandes profundidades, de 200 metros a mais de 6000 metros 
(Bakran-Petricioli et al., 2007). 
A classe Demospongeae, é caraterizada pela presença de espículas siliciosas 
mono, tetra ou poliaxónicas (nunca triaxónicas) e/ou de fibras de espongina no seu 
esqueleto (Soest et al., 2012). As espículas mono e tetraxónicas que formam 
agregados e ramos de sílica com crescimento irregular e sem organização estrutural 
definida, denominam-se dêsmas. Algumas espécies apresentam ainda um 
exoesqueleto formado por aragonite (Bergquist, 2001; Hooper & Soest, 2002). Os 
organismos marinhos, salobros e dulciaquícolas com um esqueleto reticulado silicioso 
fundido em rede litistida ou pétrea, resultante da junção de dêsmas entre si, originam 
frequentemente fósseis mais conservados (Kelly, 2007), o que torna esta a mais 
representativa (Fig. 1), diversa e ubíqua de todas as classes de Porifera.  
O mais recente e diminuto grupo de esponjas, representado pela classe 
Homoscleromorpha com menos de 100 espécies descritas, reúne características 
únicas compartilhadas com os Eumetazoários e ausentes nas restantes esponjas. 
Possuem pinacócitos flagelados, grandes coanócitos e uma membrana basal a 
revestir a pinacoderme e coanoderme. O tipo de larva, designado cintoblástula, é 
distinto da anfiblástula característica de esponjas calcárias. O esqueleto, quando 
presente, é pouco organizado e composto por espículas siliciosas tetraxónicas, 
geralmente muito pequenas (< 100 µm) e dispersas, não existindo diferenciação entre 
micro e macroescleras (Soest et al., 2012; Gazave et al., 2012). 
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Figura 2. Diversidade de espécies, em percentagem, nas 4 classes de esponjas. Fonte: Soest et al., 2012 (World 





Considerados os seres aquáticos multicelulares mais primitivos, os 
espongiários têm uma estrutura celular básica e simplista (Bergquist, 2001), com uma 
forma irregular ou simetria radial, formada por células não diferenciadas (totipotentes) 
que podem alterar apenas a sua função. Diferem sobretudo pela ausência de órgãos, 
músculos, sistema nervoso e tecidos especializados (Simpson, 1984) e, por 
ostentarem internamente uma rede singular de canais e câmaras - sistema aquífero, 
inexistente em esponjas carnívoras (Vacelet & Boury- Esnault, 1995), com diferentes 
padrões de organização (asconóide, siconóide e leuconóide) que permitem a 
circulação contínua de água (Ruppert et al., 2004). 
A estrutura corporal das esponjas é essencialmente constituída por duas 
camadas de células. A camada exterior da parede – pinacoderme, é formada por 
células epiteliais – pinacócitos, capazes de formar poros inalantes (ostíolos), por onde 
o fluxo de água unidirecional entra e percorre um sistema de canais até ser filtrada na 
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cavidade central (câmaras), sendo depois expelida por poros exalantes de maior 
dimensão (ósculos). A camada seguinte – mesohilo, abaixo da pinacoderme, consiste 
numa matriz proteica gelatinosa (colagénio) que contem células amebóides (ex: 
arqueócitos, esclerócitos) com capacidade de totipotência que segregam material 
esquelético fornecendo a estrutura de sustentação para as células vivas (De Vos et al., 
1991; Ruppert et al., 2004; Simpson, 1984). O esqueleto pode ser composto por 
espículas minerais de cálcio ou sílica, escleras, e/ ou fibras orgânicas de espongina 
(colagénio). 
A camada interna (coanoderme), é formada por células flageladas 
especializadas (coanócitos) exclusivas de esponjas, que asseguram a circulação da 
água no interior da esponja assim como permitem a captura e ingestão de partículas 
de alimento (Bergquist, 2001; Taylor et al., 2007). Em detrimento das esponjas serem 
organismos sésseis, e portanto fixas a um substrato sólido, a sua alimentação por 
filtração reside essencialmente em pequenas partículas orgânicas de tamanho muito 
reduzido (0,2-2 µm), que incluem bactérias e eucariotas heterotróficos, fitoplâncton e 
detritos na coluna de água (Pile,1997a; Coma et al., 2001). A maior parte destas 
partículas orgânicas e oxigénio são capturados a partir do fluxo de água, por um colar 
de microvilosidades que rodeiam os flagelos dos coanócitos. Estas, são depois 
transportadas para as células do mesohilo (arqueócitos), que digerem a matéria 
orgânica em vacúolos fagocíticos (Fig. 2). Desta forma, resíduos metabólicos como a 
amónia, são lançados no sistema aquífero e removidos do corpo da esponja com o 
fluxo de água exalante (Simpson,1984; Ruppert et al., 2004). Calcula-se que a elevada 
capacidade de filtração atinja diariamente 24000 L de água/Kg de esponja (Vogel, 
1977). 
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Figura 2. Anatomia de uma esponja. Fonte: Adaptado de Campbell & Reece, 2002.  
A morfologia muito diversa de espongiários, deve-se em grande parte a fatores 
ambientais como a luz, turbidez e hidrodinâmica que lhes conferem um grande 
espectro de cores, formas (do tipo ramificado, liso, em forma de taça, incrustante ou 
amorfa), e tamanho variável, desde uns milímetros até mais de um metro de diâmetro 




As esponjas têm uma distribuição de grande amplitude latitudinal e batimétrica. 
Ocorrem desde regiões polares a águas tropicais, preferencialmente em 
profundidades inferiores a 100 metros, mas podem ser também encontradas a 
grandes profundidades, superiores a 6000 metros, nos fundos abissais (Hooper & 
Soest, 2002; Rϋtzler, 2004). Estes organismos epibentónicos sésseis, constituíam em 
tempos um grupo exclusivamente marinho, durante o Paleozóico e Mesozóico. No 
Cenozóico surgiram as primeiras esponjas de água salobra e doce, representando 
atualmente apenas 1% dos espongiários.  
Nos ecossistemas onde abundam, a dinâmica e funcionalidade destes 
dependem em grande parte do impacto de esponjas marinhas no substrato e 
associação com outros organismos, dada a sua abundante endofauna, representando 
assim peças chave na ligação bento-pelágica do ecossistema (Bell, 2008). Os 
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microrganismos associados a esponjas têm um papel preponderante ao permitirem a 
reciclagem de nutrientes de habitats através do ciclo de azoto, contribuindo em massa 
para a produção primária de ambientes oligotróficos (Stabili et al., 2006). Em recifes de 
corais e bancos de ostras podem atuar por bioerosão do carbonato de cálcio 
(Zundelevich et al., 2007), como são exemplo as esponjas da família Clionaidae (não 
apenas do género Cliona), originando estruturas bioerosivas – câmaras globulares e 
galerias, atribuídas ao icnogénero Entobia Bronn,1837. Estas esponjas 
endobentónicas endolíticas, perfuram e degradam o substrato mineralizado calcário ou 
biogénico como as conchas de bivalves (Rosell et al., 1999) permitindo a sua vasta 
colonização nestes habitats (Schönberg & Suwa, 2007). Como estratégia anti-
predação de equinodermes, moluscos, peixes e tartarugas, podem produzir 
substâncias tóxicas ou inibidoras de crescimento, tornando-as capazes de crescer e 
competir com outros organismos sésseis, como é o caso de pólipos de corais (Voogd 
et al., 2004). 
 
1.1.4. Diversidade e associações de microrganismos 
 
As esponjas marinhas foram desde há décadas reconhecidas como grandes 
hospedeiros de comunidades microbianas densas e diversificadas (Wilkinson, 1978b; 
Wilkinson et al, 1981; Vacelet & Donadey, 1977). Estas comunidades podem ser 
encontradas com maior abundância no mesohilo das esponjas, como é o caso de 
cianobactérias, como também intracelularmente em zooxantelas (dinoflagelados) e 
zooclorelas (algas verdes) observadas no interior de vacúolos dos arqueócitos (Osinga 
et al., 2001). Estes consórcios de microrganismos podem constituir até 40-60% da 
biomassa dos poríferos (Hill et al., 2006; Mohamed et al., 2008) e apresentam uma 
divisão entre elas, tendo em conta a densidade das comunidades de microrganismos 
que estas comportam. Assim, as de “abundância microbiana elevada” como as 
bacterioesponjas (Reiswig, 1981) contêm uma população hospedeira, que pode 
ultrapassar em muito a densidade microbiana na coluna de água, podendo exceder as 
109 células microbianas por mililitro de tecido de esponja (Webster & Hill, 2001).  
 Entre a variedade de microrganismos associados a esponjas, as bactérias 
constituem assumidamente o grupo de maior abundância, com 16 filos descritos – 
Acidobacteria, Actinobacteria, Bateroidetes, Choroflexi, Cyanobacteria, Deinococcus-
thermus, Firmicutes, Gemmatimonadetes, Nitrospira, Planctomycetes, Proteobacteria 
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(alfa, beta, delta e gama), Spirochaetes, Ferrumicrobia, Poribacteria, TM6, e 
Lentisphaerae, cuja presença foi confirmada em poríferos (Fig. 3). No entanto, também 
as arqueabactérias, microalgas (zooxantelas e diatomáceas) e fungos, contribuem 
fortemente para a biologia de esponjas. 
A variedade de metabolismo existente nos consórcios de microrganismos 
associados a poríferos permite-lhes retirar inúmeros benefícios nos seus habitats. Em 
esponjas tropicais, onde a disponibilidade de nutrientes é baixa, as cianobactérias 
permitem a fixação de azoto (Wilkinson & Fay, 1979a) e nitrificação (Diaz & Ward, 
1997), sendo determinantes nestes habitats ao assegurarem também grande parte do 
consumo de carbono através da sua fotossíntese, fornecendo mais de 50% dos 
requisitos energéticos às esponjas (Wilkinson, 1979b). Os pigmentos fotossintéticos 
destes organismos autotróficos, conferem também proteção em zonas intertidais, onde 
a exposição à radiação UV é mais elevada, o que poderia ser prejudicial para os 
tecidos de esponjas (Steindler et al., 2002). Nos poríferos que abundam em habitats 
de grande profundidade, também as bactéricas metanotróficas complementam a 
nutrição destas em metano, como é o caso de esponjas carnívoras não filtradoras 
(Vacelet et al., 1996). A eliminação de produtos resultantes do metabolismo parece ser 
outra das vantagens concedida por bactérias que oxidam compostos de enxofre, 
amónia e nitrito, em formas menos tóxicas para o metabolismo das esponjas 
(Hoffmann et al., 2005). Outra das vantagens retiradas destas associações, é o 
aumento da rigidez estrutural do seu esqueleto através da produção de muco pelas 










Figura 3. Distribuição filogenética de bactérias e arqueobactérias associadas a esponjas. Filogenia baseada no gene 
16S rRNA e representação de todos os filos de bactérias e archaea a partir dos quais as sequências derivadas de 
esponja foram obtidas. Fonte: Taylor et al., 2007. 
 
Esta diversidade microbiana que inclui procariotas e eucariotas, autotróficos, 
heterotróficos, aeróbios e anaeróbios, obrigatórios/facultativos, fotossintéticos, 
metanogénicos, nitrificantes, redutores de sulfato e desalogenadores (Taylor et al., 
2007) observada e ainda pouco explorada, traduz-se na compreensão ainda vaga da 
fisiologia destas relações com o hospedeiro, bem como os fatores que determinam 
estas associações de natureza complexa. Como exemplo desta complexidade é o 
mecanismo pelo qual as esponjas reconhecem as bactérias de que se alimentam e as 
bactérias “simbiontes”. Permanece a dúvida se serão realmente as esponjas capazes 
de distinguir especificamente as bactérias digeridas das simbióticas ou, se por outro 
lado, estas bactérias são envoltas por uma cápsula extracelular protetora que impede 
a sua digestão e fagocitose pelos arqueócitos das esponjas. Desta forma, não existem 
ainda provas consistentes de que existam relações simbióticas entre estes 
microrganismos e esponjas. No entanto, em determinados casos a ausência de 
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determinados organismos simbiontes no meio ambiente onde habitam as esponjas, e 
a sua presença exclusiva e restrita ao interior das mesmas, leva a crer que estes 
possam ter desenvolvido uma verdadeira relação simbiótica. Exemplo deste facto, é a 
ocorrência das Poribacteria em inúmeras demosponjas (Fieseler et al., 2004), e da 
cianobactéria Oscillatoria spongeliae a hospedar nas esponjas Dysidea (Thacker & 
Starnes, 2003; Ridley et al., 2005) que ainda não foram descobertos na coluna de 
água nem mesmo, no caso das Poribacteria, noutros organismos marinhos. Aliado a 
este facto, existem também evidências da transferência de cianobactérias da camada 
superficial da esponja Chondrilla australiensis para o seu interior, na matriz, o que 
permitiu a incorporação destes simbiontes no citoplasma das larvas antes da desova 
(Usher et al., 2005) Assim, a existência de um mecanismo de transmissão parental, 
que permite reconhecer e incorporar ativamente os simbiontes aos seus 
descendentes, parece sustentar a elevada especificidade e simbiose entre esponjas e 
organismos associados (Lee et al., 2009) 
O intercâmbio de metabolitos destes consórcios, pode representar para o 
hospedeiro quer uma fonte de alimento (Reiswig, 1975), numa associação mutualista/ 
comensalista em que ambos beneficiam (Wilkinson, 1992), ou por outro lado uma 
relação de parasitismo/patogénica (Bavestrello et al., 2000) e anti incrustante (Barthel 
& Wolfrath, 1989) que danifica ou leva à morte do seu hospedeiro. Estes consórcios de 
microrganismos beneficiam também desta associação pelo suprimento de nutrientes, 
proteção contra possíveis predadores e elevados níveis de luz no tecido da esponja 
que esta eventualmente lhes proporciona (Sarà, 1971). 
Atualmente, a origem destas associações permanece ainda enigmática sendo 
várias as teorias admitidas. Uma delas, sugere que este consórcio microrganismo-
esponja seja a “simbiose” mais primitiva e que esta antecedeu à divergência 
evolucionária de esponjas, tendo surgido por transmissão vertical no período pré- 
Câmbrico. Da colonização por microrganismos da coluna de água no ancestral comum 
a todas a esponjas, foi desenvolvida ao longo do tempo uma associação com elevada 
especificidade de tal forma que se tornaram “simbiontes obrigatórios” na esponja. Esta 
coevolução terá ocorrido nas esponjas pela transmissão vertical ou parental de 
microrganismos nas larvas do hospedeiro ou, assexuadamente quando já existentes 
nas células-mãe. Outro dos cenários evolucionários possíveis, admite que estes 
microrganismos associados a esponjas foram incorporados por estas da água do mar, 
tratando-se assim de uma aquisição ambiental (transmissão horizontal). Existem 
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autores, que sugerem ainda que os microrganismos possam ao longo de gerações, 
terem sigo adquiridos simultaneamente por aquisição do ambiente e transmissão 
vertical (Taylor et al.,2007). 
Destas associações há ainda a considerar que as espécies de esponja 
possuem uma mistura de microrganismos generalistas e específicos, e 
presumivelmente estas comunidades microbianas apresentam uma certa estabilidade 
temporal e espacial (Friedrich et al., 2001; Taylor et al.,2005). É neste contexto que 
surge este estudo, de forma a analisar a constituição e estrutura da comunidade de 
cianobactérias e/ou organismos fotossintéticos ao longo do tempo numa espécie de 
esponja. 
 
1.1.5. Associações entre cianobactérias e esponjas 
 
O mutualismo entre cianobactérias e esponjas, tem um longo histórico 
evolucionário, sendo encarado como a interação microrganismo-metazoário mais 
primitiva de todos os tempos. A presença destes organismos fotossintéticos está 
descrita em cerca de 26 e 17 famílias, pertencentes a demosponjas e esponjas 
calcáreas, respetivamente (Hentschel et al., 2006). 
 Os cianobiontes (cianobactérias simbiontes) podem ocorrer no interior de 
vacúolos especializados (cianócitos) ou de vacúolos fagocíticos, no entanto localizam-
se preferencialmente no mesohilo de esponjas (Wilkinson, 1978a; Sarà, 1971). 
Especula-se que a abundância de cianobactérias estará diretamente relacionada com 
o número de células de esponja, o que poderá indicar a influência da esponja no 
crescimento e reprodução dos fotosimbiontes (Wilkinson, 1992). Estes, por sua vez, 
podem contribuir significativamente para o metabolismo, morfologia e comportamento 
da esponja (Arillo et al., 1993). Através da fotossíntese e fixação de azoto, a nutrição 
das esponjas é assegurada pela produção primária destes simbiontes, (Wilkinson, 
1979a, b) mas também pela digestão e fagocitose dos seus simbiontes (Maldonado & 
Young, 1998). A esponja Phyllospongia lamellosa, revelou que 80% do carbono que 
utiliza advém da fotossíntese (Cheshire et al., 1997) assim como, 50% dos requisitos 
energéticos da maioria das esponjas, são assegurados por estes organismos 
autotróficos. Para além destas vantagens, os cianobiontes podem também conferir à 
esponja proteção à luz ultravioleta através da produção de determinados compostos 
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(Shick & Dunlap, 2002) e, proteção de predadores através da libertação de 
cianotoxinas (Cox et al., 2005). 
Usualmente encontram-se associadas a poríferos dois tipos de cianobactérias, 
filamentosas como é exemplo a Oscillatoria spongeliae e unicelulares, como 
“Candidatus Synechococcus spongiarium” (Thacker et al., 2007), considerado o 
cianobionte mais comum em esponjas. Embora inicialmente tenha sido sugerido a 
hipótese de transmissão vertical dos simbiontes pertencentes ao género 
Synechococcus, dados moleculares de filogenia baseada no 16S rRNA, admitiram a 
inexistência de especificidade destes simbiontes por determinadas espécies de 
esponjas, sendo por isso considerados generalistas (Hentschel et al., 2006; Thacker et 
al, 2007). Pelo contrário, em alguns géneros de esponjas, Dysidea, Lammellodysidea, 
Lendenfeldia e Phyllospongia, verificou-se a presença de uma única estirpe da 
cianobactéria Oscillatoria spongeliae em cada espécie de esponja. O elevado grau de 
especificidade demonstrado pelos simbiontes de Oscillatoria spongeliae em esponjas, 
e a ausência destes na coluna de água, suportam assim a perspetiva de coespeciação 
evolutiva entre o hospedeiro (esponja) e os simbiontes de O. spongeliae (Thacker & 
Starnes, 2003, Ridley et al., 2005). 
 
1.1.6. Biotecnologia- Aplicações 
 
Atualmente os consórcios esponjas-microrganismos representam autênticos 
reservatórios de compostos bioactivos. A tabela 1 traduz a vasta diversidade estrutural 
de metabolitos secundários produzida, o que faz dos poríferos o filo mais prolífico do 
meio marinho. As inúmeras atividades bioativas são de extrema importância a nível 
biotecnológico e/ou farmacêutico, sendo que mais de 10% das espécies mostraram 
propriedades citotóxicas (Belarbi et al., 2003), essenciais na produção de compostos 
medicinais. Organismos endossimbióticos como a cianobactéria Oscillatoria 
spongeliae que habita no mesohilo da esponja Dysidea herbacea, é exemplo de fonte 
de produção de antibióticos (Osinga & Wijffels,1998), assim como outros compostos 
como os antivirais, anti-inflamatórios e anti-tumorais com potencial terapêutico, foram 











Tabela 1. Propriedades de compostos bioativos resultantes das associações esponja-microrganismo, Fonte: Thomas et 
al., 2010. 







Pseudo-alteromonaspiscicida NJ6-3-1  
(γ-Proteobacteria) 
 
Micrococcus luteus R-1588-10 
(Actinobacteria)    
Antimicrobiana 
 





Hyphomycete fungus  
(Deuteromycota fungus) 
 








Vibrio sp. M22-1 (γ- Proteobacteria) 
 


































Oscillatoria spongeliae (Cyanobacteria) Antibacteriana 
Ptilocaulis trachys 
 
Lyngbya majuscula (Cyanobacteria) Antifúngica 
Aplysina aerophoba 
 




Pseudomonas sp. 1537-E7 
(γ-Proteobacteria) 
Antimalárica 
Anti HIV  
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A compreensão da estrutura e função de consórcios de microrganismos em 
diversas espécies de espongiários, representa atualmente um desafio face à 
diversidade microbiana que inclui diversas linhagens filogenéticas de Archaea, 
bactérias, fungos e vírus verificada nos hospedeiros de esponja.  
A variabilidade de simbiontes inseridos nos mesmos indivíduos de esponja ao 
longo de estações, foi já verificada em alguns estudos (Wichels et al., 2006; Anderson 
et al., 2010; Mohamed et al., 2008). Assim, o conhecimento básico de como estas 
comunidades microbianas associadas interagem e variam ao longo do tempo no 
hospedeiro, torna-se necessário quando este na maior parte das vezes, é limitado ao 
estudo da composição microbiana nas esponjas, num único momento e não numa 
escala temporal. 
Presumivelmente, existe uma certa estabilidade nas associações esponja -
microrganismo ao longo de escalas temporais (Gerce et al., 2009; Thoms et al., 2003). 
No entanto, estudos realizados ex situ revelaram maior estabilidade a curto prazo, 
entre 11 dias a 12 semanas (Friedrich et al., 2001; Webster et al., 2011) enquanto da 
manutenção a longo prazo, de 6 meses a 2 anos (Isaacs et al., 2009; Mohamed et al., 
2008; Webster et al., 2011,) podem resultar mudanças substanciais na composição 
dos organismos simbiontes. Dada a vasta diversidade microbiológica incorporada em 
espongiários, alguns estudos têm-se dirigido sobre componentes-alvo específicos 
destas comunidades, como é o caso de cianobactérias. Neste sentido, é possível 
analisar a variação dos “simbiontes” de esponja e atribuir a possíveis alterações 
fatores abióticos e bióticos específicos bem como determinar também as 
consequências na dinâmica entre estes. 
De forma a contribuir para o conhecimento sobre populações microbianas 
presentes nesta espécie, este estudo tem como principais objetivos: 
- Confirmar a presença de cianobactérias na esponja;  
- Caraterizar as comunidades microbianas, especificamente de cianobactérias que 
estão associadas à espécie H. perlevis; 
- Avaliar alterações na estrutura e diversidade da comunidade de cianobactérias ao 
longo do tempo; se as espécies de cianobactérias presentes inicialmente se mantêm 
ou se por outro lado existe variabilidade na composição dos organismos simbiontes. 
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- Comparar a diversidade da comunidade em diferentes sistemas de cultura ex situ: 
água do mar natural e água do mar artificial.  
- Verificar a existência de predominância de espécie(s) de cianobactérias nas 
amostras de esponja e inferir acerca da biodiversidade de espécies de cianobactérias 
na esponja, numa escala temporal, bem como de outros organismos que lhe possam 
estar associados. 
Para a identificação e análise filogenética das comunidades microbianas 
associadas, recorreu-se à quantificação de pigmentos fotossintéticos de 
cianobactérias (clorofila a e ficobiliproteinas), técnicas correntes de biologia molecular 
como PCR (Polymerase Chain Reaction), DGGE (Denaturing Gradient Gel 






























3. Material e Métodos 
 
3.1. Espécie em estudo  
 
O presente estudo incidiu sobre uma única espécie alvo, a Hymeniacidon 
perlevis (Montagu, 1818) da classe Demospongiae. Esta espécie incrustante é 
caraterizada por pertencer à família Halichondriidadae, e apresentar uma coloração 
tipicamente alaranjada a vermelha, com uma superfície irregular de textura lisa 
(perlevis, em latim significa macio) e consistência compressível de onde emergem 
frequentemente pequenas projeções.  
Não possuem microescleras e as macroescleras podem diferenciar-se em duas 
classes de tamanho. Considerada uma espécie cosmopolita, é vivípara sendo os 
óvulos fertilizados no corpo da esponja originando larvas ciliadas (do tipo 
parenquimela). Habitam sobretudo em pedras, rochas e conchas, e alguns 
invertebrados marinhos como os nemátodes, anelídeos e crustáceos podem também 
estar associados a esta espécie, muito comum na Europa Ocidental (Soest et al., 
2011). 
A esponja Hymeniacidon perlevis selecionada para este ensaio experimental, é 
considerada uma das espécies mais comuns e abundantes ao longo da costa litoral 
norte de Portugal, apresentando também uma maior resistência e sobrevivência 
quando submetida a condições de cultura em laboratório, o que faz desta, uma 
espécie ideal para a investigação de vários aspetos da biologia de poríferos. 
Reconhecido o seu potencial biorremediador, através da capacidade de 
remoção e digestão por fagocitose de bactérias patogénicas do meio de cultura (Fu et 
al., 2006), também no campo da biotecnologia H. perlevis e as bactérias associadas a 
esta, têm sido vistas como fonte auspiciosa para a síntese de compostos bioativos 
antibacterianos e anti-tumorais (Xue et al., 2004; Zhang et al., 2006). A cultura in vitro 
de H. perlevis tem sido desenvolvida de forma promissora, dada a dificuldade que 
existe para a maioria das esponjas em resistir desde o seu estado larvar até ao estado 
adulto. A necessidade de obter biomassa de H.perlevis para fins farmacêuticos, 
resultou com sucesso na obtenção de primorfos (agregados multicelulares 
tridimensionais obtidos por dissociação de tecido de esponja na água do mar), tendo-
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se verificado que a adição de células totipotentes de esponja (arqueócitos) leva a uma 
maior estabilidade dos primorfos para esta espécie (Zhang et al., 2003). 
 
3.2. Área de amostragem 
 
A colheita e amostragem da espécie Hymeniacidon perlevis decorreram na 
costa norte portuguesa, especificamente na Praia da Memória, em Perafita, 
Matosinhos (41°13'51"N; 8°43'18"W). As amostras de H. perlevis foram 
cuidadosamente extraídas da zona intertidal durante o período de baixa-mar, quando 
se encontravam parcialmente submersas ou completamente expostas ao ar e luz 
solar. 
Esta espécie de cor alaranjada é de visualização relativamente fácil (Fig. 4), e 
apresenta-se neste local fixa ao substrato rochoso podendo estar associada a alguns 
invertebrados marinhos, como o mexilhão ou craca.  
Foram realizadas 2 amostragens no seu habitat natural, a primeira a 19 de 
Setembro e a segunda a 27 de Novembro de 2013. 
 
 











3.3. Cultura de H. perlevis no aquário 
 
As amostras de H.perlevis recolhidas no seu habitat natural (Praia da Memória) 
foram colocadas, após a sua extração do substrato rochoso, em sacos de plástico 
(ziploc©) fechados com água do mar natural e mantidas em caixas de refrigeração até 
serem transportados para o laboratório. No local onde decorreu o ensaio experimental, 
foram colocados previamente aquários com água do mar natural, proveniente da zona 
de Leixões, que passa por um processo de sedimentação (24 horas) e filtração, 
através de 2 crivos de malha de 100 µm e posteriormente outro de 25 µm (Cintropur 
NW32) num reservatório de distribuição.  
Antes da esponja H.perlevis ser introduzida no aquário, as amostras foram 
submetidas exaustivamente à sua lavagem, por três vezes durante 2 horas, com água 
do mar filtrada, com filtro de malha de 2 µm, para remover quaisquer bactérias, algas 
ou muco que geralmente aderem à superfície da esponja, até à sua completa 
depuração. Posteriormente, as amostras foram colocadas em placas de Petri (Fig. 5) 
com o objetivo de mantê-las fixas a um substrato e haver maior facilidade em controlar 
e manusear as amostras no interior do aquário. Finalmente, estas foram colocadas no 
aquário, com aproximadamente 10L de água do mar natural. A esponja foi mantida no 
aquário, em sistema aberto (Fig.6) com um sistema de recirculação (Boyu Model FP-
28E ou uma pedra difusora). A mudança da água dos aquários foi efetuada 1-2 vezes 
por semana.  
No seu habitat natural, existe uma quantidade quase ilimitada de água do mar 
não filtrada que fornece partículas de alimentos e remove os resíduos. Nos sistemas 
abertos como os aquários, pode haver maior suscetibilidade para alteração da 
qualidade da água, desta forma, é importante manter um fluxo de água corrente e 
assegurar a qualidade da água do mar natural, para evitar a acumulação de resíduos, 










Figura 5: Esponja H. perlevis colocada numa placa de Petri no interior do aquário. 
 
Figura 6. Esponja H.perlevis colocada em placas de Petri, no interior do aquário com ±10 L de água do mar natural, em 
sistema aberto com um sistema de recirculação Boyu Model FP-28E, numa sala à temperatura de 16°C.  
 
As esponjas foram alimentadas diariamente com uma colher de ração 
comercial “Tropic Marin: Pro Coral Zooton” para corais e outros filtradores de plâncton, 
composta essencialmente por peixe, camarão, algas, leveduras e Spirulina. Esta, era 
dissolvida em água salgada sendo cada amostra de esponja alimentada 
individualmente com 5 mL desta solução. Durante a sua alimentação o sistema de 
aerificação foi desligado cerca de 10 minutos para deixar que as esponjas absorvam/ 
filtrem mais eficazmente o alimento.  
A alimentação das esponjas é ainda complementada com parte do fitoplâncton 
que entra na água do mar natural utilizada nos aquários, desta forma, também a 
entrada involuntária de cianobactérias neste meio, não é completamente inviabilizada. 
Por forma a otimizar a filtração da água do mar e eliminar qualquer material biológico 
que advém desta, foi realizada uma segunda amostragem. As amostras de H. perlevis 
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recolhidas foram colocadas num aquário com água do mar artificial. Para tal, utilizou-
se uma mistura comercial de sal marinho (350 g) que foi dissolvido em 10 L de água 
doce descolorada, para obter uma salinidade de 35‰ próxima à da água do mar. A 
água do mar artificial foi preparada e aclimatada 24h antes das amostras de H. 
perlevis serem introduzidas no aquário, com auxílio de duas pedras difusoras para 
promover a completa dissolução do sal na água. A mudança da água do mar artificial 
ocorreu semanalmente.  
 
3.4. Deteção da comunidade de cianobactérias em Hymeniacidon 
perlevis 
 
3.4.1. Quantificação de pigmentos fotossintéticos 
 
Para avaliar a presença e estimar a abundância de cianobactérias no 
hospedeiro da esponja H. perlevis, foi calculada a concentração de clorofila a e 
ficobiliproteínas, uma vez que estes pigmentos fotossintéticos estão correlacionados 
com a presença de cianobactérias. Assim, quinzenalmente foram efetuados cortes 
com uma lâmina estéril na esponja, para a extração aproximada de 0,25 g de cada 
fração de tecido. Os extratos de H.perlevis foram guardados no congelador a -20°C 
para a respetiva quantificação de pigmentos fotossintéticos em H. perlevis. 
 
3.4.1.1.  Clorofila a 
 
Como descrito por Wilkinson (1992), existe uma correlação direta entre a 
abundância de cianobactérias no hospedeiro da esponja com a concentração de 
clorofila a. Cada amostra de H. perlevis, com aproximadamente 0,25 g e cortada em 
fragmentos muito finos, colocada em 10 mL de acetona a 90% e armazenada a 4°C 
durante a noite, envolvida em papel de alumínio para proteger a amostra da luz. 
Posteriormente, procedeu-se a uma centrifugação (Sorvall Legend RT Centrifuge) a 
1500 rpm e 4°C, durante 20 minutos para eliminar todas as partículas sólidas em 
suspensão e coletar assim o sobrenadante. Numa microplaca com 96 poços, 
depositaram-se 200 μL de cada uma das amostras em duplicado (duas réplicas para 
cada amostra) e do branco (acetona a 90%) para a leitura do sobrenadante. No leitor 
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de placas da Biotek Synergy HT equipado com o software Genetic 5, as absorvâncias 
foram lidas a 630, 647, 664 e 750 nm. 
Para estimar a quantidade de clorofila a, primeiramente a cada valor de 
absorvância da amostra foi subtraído o valor de absorvância respetivo do branco 
utilizando depois as seguintes equações de Parsons et al., 1984: 
 
Clorofila a (Chl a)= 11,85 × Abs664  – 1,54 × Abs647  – 0,08 × Abs630 
 
µg / g = (Chl a) x mL de acetona / g de esponja 
 
3.4.1.2.   Ficobiliproteínas 
 
Primeiramente, efetuou-se o corte de pequena dimensão dos extratos de H. 
perlevis (0,25g), como anteriormente referido no método de quantificação da clorofila 
a. As amostras foram colocadas em 500 µl de tampão fosfato de sódio a 2mM, com 
um pH entre 7 - 7,5. Seguidamente procedeu-se a um processo de ruptura das células 
(lise celular), por aplicação de ultrassons. A sonicação foi realizada três vezes, por 20 
segundos cada, mantendo sempre as amostras em gelo. As amostras foram depois 
armazenadas a -80°C durante 1 hora, e após este período foram descongeladas à 
temperatura ambiente. Por último, foram centrifugadas durante 10 minutos a 10000 G 
a 4°C, e assim retirou-se o sobrenadante que foi mantido no congelador a -20°C. 
No sentido de obter um maior aproveitamento e otimização na quantificação 
deste pigmento fotossintético, foi realizada uma segunda extração dos extratos. Assim, 
foram adicionados 500 µl de tampão fosfato a 2mM ao pellet de cada amostra, ficando 
estas a 4°C “overnight”. Para a obtenção do segundo sobrenadante, as amostras 
foram colocadas no vórtex e centrifugadas a 1600G a 4°C cerca de 20 minutos. O 
sobrenadante da segunda extração foi transferido a adicionado ao sobrenadante da 
primeira extração no mesmo eppendorf de 2 mL. O método utilizado na leitura das 
absorvâncias foi o mesmo descrito na quantificação da clorofila a, retirando 200 µl de 
cada amostra para cada poço da microplaca em duplicado (duas réplicas para cada 
amostra), e de branco (tampão fosfato). A leitura das absorvâncias foi efetuada a 562, 
615, 652 e 750 nm no leitor de placas Synergy HT (Biotek) equipado com o software 
Genetic 5. O método aplicado e cálculo da concentração de ficobiliproteínas, foram 
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realizados segundo Robertson & Tezuka (2001) e Suda et al. (1998) utilizando as 
seguintes equações: 
 
APC (Aloficocianina)= Abs652 – 0,208 × Abs615 /5,09 
PC (Ficocianina)= Abs615 – 0,474 × Abs652 /5,34 
PE (Ficoeritrina)= Abs562 – 2,41 × PC – 0,849 × APC 
 
PBPTotal = APC + PC + PE 
 
3.4.2.  Análise molecular  
 
As técnicas moleculares aplicadas neste estudo, tiveram por objetivo a 
identificação filogenética do DNA genómico de microrganismos presentes na esponja 
H. perlevis. O estudo dos consórcios microbianos incidiu sobre a comunidade de 
cianobactérias, permitindo identificar e analisar a constituição desta comunidade, e a 
diversidade de espécies neste hospedeiro ao longo do tempo em que o ensaio 
decorreu.  
 
3.4.2.1.  Extração de DNA 
 
O DNA genómico foi extraído no total de cinco amostras de H. perlevis, 
correspondentes a cada mês desde setembro de 2013 até Janeiro de 2014. Para a 
extração do DNA utilizou-se o Genomic DNA mini kit da InvitrogenTM, usando o 
protocolo “Gram Negative Bacterial Cell Lysate”, executados de acordo com as 
instruções do fabricante. Durante a sua execução foram utilizados, o Eppendorf 
thermomixer compact (com agitação a 450/500 rpm) para homogeneizar e a 
Eppendorf Centrifuge 5415R (10000G, 1 minuto à temperatura ambiente). O DNA 
purificado de todas as amostras foi armazenado a -20°C. 
 
3.4.2.2. Quantificação de DNA 
 
Após a extração, o DNA genómico de todas as amostras foi quantificado, 
utilizando um leitor de microplacas Synergy HD e o Gen5 2.0 software. Para tal, 
utilizaram-se 2 µl de cada amostra de DNA genómico purificado. 
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3.4.2.3. Amplificação do gene 16S rRNA 
 
A análise da sequência genómica que codifica o RNA ribossomal (16S rRNA) é 
atualmente o método mais utilizado na classificação filogenética de cianobactérias. Por 
isso, na amplificação do gene 16S rRNA foram utilizados primers específicos para 
cianobactérias (Tab. 2) na reação de PCR (Polimerase Chain Reaction). 
 
Tabela 2. Características dos primers utilizados na amplificação do gene 16s rRNA de cianobactérias (Nϋbel et al., 
1997); 1- Numeração dos nucleótidos do gene 16S rRNA de Echerichia coli; 2- O primer reverse Cya781R está numa 
mistura equimolar de cya781R(a) e cya781R (b). Todos os primers foram adquiridos na Invitrogen. 
 
A amplificação de fragmentos de DNA foi realizada por PCR, num volume 
reaccional total de 50 µL: 0,5 μL de DNA original, 3,25 µL H2O, 5 µL Mastermix 
(Supreme Nzytaq 2x Green MasterMix NZYtech), 0,5 µL de cada um dos primers 
(10pmol), Cya106F e Cya781R, e 0,25 µL de sérum de albumina bovina (BSA). A 
preparação de reações de PCR foi realizada em tubos de PCR de 200 µL 
autoclavados, em ambiente devidamente esterilizado e com descontaminação prévia 
do material durante 15 minutos, na câmara com radiação UV. 










Sequência (5’ - 3’) Primers Orientação Locus 
1
 
CGG ACG GGT GAG TAA CGC GTG A Cya106F Forward 106-127 
GGG TAC TGG GGT ATC TAA TCC CAT T Cya781R (a)
2
 Reverse 781-805 
GAC TAC AGG GGT ATC TAA TCC CTT T Cya781R (b)
2
 Reverse 781-805 
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Tabela 3. Condições de PCR na amplificação do gene 16S rRNA para cianobactérias utilizando o par de 




De seguida, foi realizada uma eletroforese para observar os fragmentos de 
DNA pretendidos com 675 pb, nas seguintes condições: gel de agarose (Molecular 
Biology Agarose, BioRad) a 1,5% com 2,5 μL de GelRed, por cada 100 mL de gel de 
agarose, numa solução tampão de Tris-Acetato EDTA (TAE 1x, BioRad 40mM, 20mM 
ácido acético, 1mM EDTA, pH 8,3). Foram carregados 2 μL de cada produto de PCR 
com o Loading Buffer (≤ 1µL), e 1,5 µl de marcador 1Kb (fragmentos de 100 pb a 12 
quilo pb, Kb) DNA Ladder Plus da Invitrogen no gel. A eletroforese teve a duração de 
40 minutos, a 90 volts. A visualização das bandas de DNA no gel foi possível através 
do transiluminador (302 ou 312 nm) CSL-MICRODOC System (Cleaver Scientific Ltd.) 
com luz ultravioleta e com um filtro de brometo de etídio, conectado a uma câmara 
Cannon PowerShot G9.  
Posteriormente, os produtos de PCR obtidos da amplificação com os primers 
Cya106F/Cya781R, foram utilizados para o nested PCR no sentido de aumentar a 
especificidade e eficiência da reação de amplificação. Na amplificação dos fragmentos 
de DNA, foram utilizados o par de primers Cya359F - GC/ Cya781R. O produto do 
primeiro PCR foi usado como template para este segundo PCR, numa diluição de 
1:10. Para um volume final de 50 µL, as condições das reações para o nested PCR 
foram: 2 µL de Buffer (solução tampão), 1 μL de MgCl2, 1 µL dNTP’s, 1µL de cada 
primer (10pmol), 0,5 μL de sérum de albumina bovina (BSA) e 0,1 μL de taq DNA 
polimerase (Bioline). A quantidade de DNA template utilizada por reação foi de 1 μL. 
A amplificação ocorreu no Biometra Professional Thermocycler, com o 
programa Cya16S. De seguida, realizou-se uma eletroforese por forma a visualizar 
fragmentos de DNA de 422 pb como previsto, nas condições anteriormente descritas. 
 
Etapas Temperatura Duração Ciclos 
Desnaturação inicial  
92°C 
2 min 1 
Desnaturação 20 seg  
35 
 




Extensão final 5 min 1 
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3.4.2.4. Identificação filogenética de comunidades microbianas 
associadas a Hymeniacidon perlevis por DGGE 
 
A técnica de DGGE (Denaturing Gradient Gel Electrophoresis) introduzida por 
Muyzer et al. (1996), surge hoje como uma importante ferramenta molecular para o 
estudo e análise do comportamento e complexidade de comunidades microbianas. 
Esta técnica de “fingerprinting” genético baseia-se na separação de fragmentos de 
DNA de acordo com a sua sequência de ácidos nucleicos. A eletroforese em géis de 
poliacrilamida contendo um gradiente linear de agentes desnaturantes como a 
formamida e ureia, é utilizada para a separação física de sequências únicas de 
nucleótidos. Desta forma, moléculas de DNA de tamanho semelhante mas com 
sequências diferentes de nucleótidos, quando expostas a um gradiente de agentes 
desnaturantes exibem um comportamento distinto, isto é, taxas de migração diferentes 
no gel desnaturante. A mobilidade constante das cadeias duplas de DNA no gel é 
determinada pela massa molecular dos fragmentos, e vai diminuindo até chegar a uma 
posição final, quando ocorre a desnaturação total ou parcial do DNA.  
A extração de DNA e a amplificação de fragmentos do gene do 16S rRNA, 
comummente utilizado por apresentar elevado grau de conservação e regiões 
variáveis entre as espécies, permitem que os produtos de PCR sejam utilizados na 
técnica de DGGE, por forma a fornecerem um perfil de diversidade genética de 
comunidades microbianas e permitir analisar a dinâmica populacional de grupos 
específicos de microrganismos. A figura 7, resume as várias etapas desenvolvidas 
neste estudo para traçar um padrão de diversidade de comunidades microbianas 










































Fig. 7. Esquema de etapas com técnicas moleculares de “fingerprinting” genético para a identificação filogenética de 
comunidades de microrganismos associadas a H. perlevis. 
 
Os produtos de PCR obtidos na primeira amplificação foram reamplificados 
através do nested PCR e de seguida aplicados na técnica de DGGE (Tab. 4 e 5). Os 
produtos foram carregados, aplicando 16µl de amostra por poço, e o marcador de 
massa molecular 100 pb DNA Ladder (Invitrogen) no gel de composição poliacrilamida 
a 6%, utilizando um gradiente 35-65% de desnaturantes em TAE 1x e 4 μL de Loading 
Extração de DNA 






Excisão de bandas de interesse 









Buffer. A preparação e a corrida do gel foram feitas de acordo com as instruções do 
fabricante, no Biorad DCode DGGE system. A corrida no gel teve uma duração de 16 
horas, a 60 volts e temperatura de 60°C. O gel de poliacrilamida foi corado com 5 μL 
de SybrGold em 250 mL de TAE 1x (BioRad), durante 45 minutos, protegido da luz 
com papel de alumínio e sob agitação constante. Finalizada a corrida eletroforética, as 
bandas de DNA foram visualizadas através do transiluminador com luz UV e 
excisadas. Das 5 amostras, um total de 16 bandas foram extraídas, com o auxílio de 
uma ponta de pipeta e diluídas em 30 µL de água ultra pura.  
Extraídas as bandas de interesse, estas foram amplificadas e o seu DNA 
utilizado como template num volume reacional final de 50 µL com o par de primers 
Cya359F e Cya781R e uma diluição de 1:10. Cada reação, continha 1 μL de DNA, 2µL 
de Buffer (solução tampão), 1 μL de MgCl2, 1 μL de dNTP’ s, 1 μL de cada primer, 0,5 
µL de sérum de albumina bovina (BSA) e 0,1 μL da enzima Taq polimerase (Bioline), 
num total de 50 μL. A amplificação efetuou-se no Biometra Professional Thermocycler, 
segundo as condições descritas na Tabela 5. De seguida, realizou-se uma eletroforese 
para confirmar a presença de DNA nas condições anteriormente descritas. 
Os fragmentos amplificados foram purificados através do kit “NucleoSpin® Gel 
and PCR Clean-up (Macherey-Nagel)”, seguindo o protocolo de Extração de DNA em 
gel de agarose e instruções do fabricante, e seguidamente clonados e enviados para 
sequenciação. 
  
Tabela 4. Primers (Nϋbel et al., 1997) utilizados na técnica de DGGE; 1- Numeração dos nucleótidos do gene 16S 
rRNA de Echerichia coli; 2- O primer reverse Cya781R está numa mistura equimolar de cya781R(a) e cya781R(b). 
Todos os primers foram adquiridos na Invitrogen. 
 
 




CGC CCG CCG CGC CCC GCG CCC GTC 
CCG CCG CCC CCG CCC GGG GGA ATT 
TTC CGC AAT GGG  
Cya359F - GC Forward 359-378 
GGG GAA TYT TCC GCA ATG GG  
 
Cya359F Forward 359-378 
GGG TAC TGG GGT ATC TAA TCC CAT T Cya781R (a)
2
 Reverse 781-805 
GAC TAC AGG GGT ATC TAA TCC CTT T Cya781R (b)
2
 Reverse 781-805 
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Tabela 5. Condições de PCR utilizadas na técnica de DGGE com os primers Cya359F - GC/781R. 
 
Etapas Temperatura Duração Ciclos 
Desnaturação inicial  
94°C 
2 min 1 
Desnaturação 1 min  
12 
 
Emparelhamento 65°C 1 min 
Extensão 72°C 1 min 
Desnaturação 94°C 1 min 




Extensão Final 4 Min  
 
3.4.2.5.  Clonagem 
 
Para a clonagem de fragmentos de DNA, utilizou-se o kit “pGEM-T Vector 
System I (Promega) e as células competentes TOP10 (Invitrogen). A enzima T4 DNA 
Ligase (Invitrogen) permitiu a inserção dos fragmentos no vetor na estirpe hospedeira 
E. coli. As células competentes foram preparadas e transformadas por choque térmico, 
sendo utilizados para a execução deste protocolo o Eppendorf thermomixer compact 
(com agitação a 180 rpm) e a Eppendorf Centrifuge 5415R (5000G, durante 3 
minutos). Foram seleccionadas quatro colónias brancas de cada plaqueamento, e 
posteriormente realizou-se uma amplificação dos clones com os ‘primers’ incluídos no 
‘kit’ de clonagem, específicos para o vector usado. Para cada reação de PCR (volume 
de 20µL) as condições foram: 8,9 µL H2O, 4 µL de solução tampão (Buffer), 1 µL 
dNTP’s, 2 µL Mgcl2, 2 µL de cada primer (pUC, Fw e Rev), e 0,1 µL GoTaq DNA 
Polymerase (Promega). O DNA template de cada colónia foi adicionado ao tubo de 
PCR com auxílio de uma ponta de pipeta. A amplificação ocorreu no Biometra 









Tabela 6. Condições de PCR “colony” com os primers pUC (Fw e Rv), utilizados na clonagem. 
Etapas Temperatura Duração Ciclos 
Desnaturação inicial  
94°C 
2 min 1 
Desnaturação 30 seg  
35 
 




Extensão final 7 min 1 
“Hold” 8°C ∞ 1 
 
Para a validação da reação do PCR colony descrita, foi feita uma eletroforese 
em gel de agarose a 1,5% com 2,5 μL de GelRed, por cada 100 mL de gel de agarose, 
numa solução tampão de Tris-Acetato EDTA (TAE 1x, BioRad). Foram carregados 2 
μL de cada produto de PCR obtido através da amplificação dos clones, e 1,5 µL de 
marcador 1Kb, DNA Ladder Plus no gel. A eletroforese teve a duração de 40 minutos a 
90 volts, e o tamanho esperado dos fragmentos seria de 642 pb (~220 bp + 422 pb do 
fragmento alvo amplificado). 
Posteriormente, para o isolamento de DNA plasmídico das culturas de E. coli 
foi utilizado o GenElute Plasmid Miniprep Kit (Sigma-Adrich) seguindo as instruções do 
fabricante. Foi utilizada para o efeito, a Eppendorf Centrifuge 5415R. Para a validação 
do DNA plasmídico purificado, os produtos de PCR foram visualizados em gel de 
agarose, como descrito anteriormente. Após a validação positiva os produtos 

















3.4.3.  Sequenciação 
 
No total de 16 bandas de DNA que foram excisadas do gel, 13 apresentaram 
uma reamplificação positiva, tendo sido enviadas diretamente para sequenciação com 
os primers Cya359F e Cya781R. Para as amostras de DGGE cuja amplificação foi 
negativa, estas foram clonadas para possibilitar a sua sequenciação. Finalizada a 
etapa de clonagem e validada a sua amplificação positiva, foram igualmente enviadas 
para sequenciação, com os primers pUC FW e pUC RV. As amostras foram 
sequenciadas pela empresa Macrogen. 
Posteriormente para a leitura das sequências e alinhamento das sequências 
complementares foi utilizado o programa Geneious 7.1.7. Após obter uma sequência 
“consensus” resultante das sequências forward e reverse procedeu-se à correção 
manual de falhas de leitura e complementação de bases em falta. Após a retificação 
das sequências através deste programa, recorreu-se ao sistema BLASTn do Nacional 
Centre for Biotechnology Information (NCBI) para a identificação, sempre que possível, 
da espécie ou género, à qual a sequência inserida na base de dados (GenBank 
Database) corresponde. Para a identificação da espécie ou género de cianobactérias 
presentes em H. perlevis, foi considerada a percentagem de similaridade e o máximo 















































Nº dias no aquário
Água do mar natural
Água do mar artificial
 
Figura 8. Concentração de clorofila a, por grama de esponja H.perlevis, quantificada quinzenalmente por um 
período de 105 dias em água do mar natural e 30 dias em água do mar artificial. 
 
De uma forma geral, o valor do teor de clorofila a na esponja variou 
significativamente ao longo dos 105 dias no aquário. 
Na água do mar natural, a concentração de clorofila a, variou entre um valor 
mínimo de 0,1722 ao 45º dia e um valor máximo de 8,4692 µg/g, correspondendo este 
último valor ao dia em que a esponja foi extraída do habitat natural e colocada no 
aquário. Na água do mar artificial, os valores da concentração de clorofila a variaram 
de um valor mínimo de 0,2386 registado no final do ensaio neste meio (30 dias), e um 




































Nº dias no aquário
Água do mar natural
Água do mar artificial
 
Figura 9. Concentração de ficobiliproteínas, por mL de esponja H.perlevis, quantificada quinzenalmente por um 
período de 105 dias em água do mar natural e 15 dias em água do mar artificial. 
 
Os resultados para a concentração de ficobiliproteínas nos tecidos da esponja 
H. perlevis mostraram em água do mar natural, um valor mínimo de 0,0068 mg/mL 
após 30 dias em aquário atingindo um valor máximo de 0,1088 mg/mL após 105 dias, 
no final do ensaio. De forma geral, o valor do teor de ficobiliproteínas na esponja H. 
perlevis não apresentou grandes oscilações decorridos 60 dias no aquário.  
 Os valores de ficobiliproteínas, observados na água do mar artificial para os 15 
dias deste ensaio revelaram-se bastante mais elevados (0,109 e 0,112 mg/mL) 

















4.2. Quantificação de DNA 
 
Após a extração mensal do DNA da esponja H. perlevis, o seu DNA foi 
quantificado para ambos os ensaios (Tab.7). Ao mês de Setembro, Outubro, 
Novembro e Dezembro correspondem as amostras A1, A2, A3 e A4 respetivamente, 
recolhidas da água do mar natural. A amostra A5 corresponde ao mês de Janeiro 
recolhida da água do mar artificial.  
 
Tabela 7. Quantificação de DNA das amostras recolhidas de H. perlevis, mensalmente, em água do mar 


























Amostras                
H. 
perlevis 




A1 Setembro  38,817     
    Água do mar natural A2 Outubro 59,222 
A3  Novembro 17,058 
A4 Dezembro 45,667 
A5 Janeiro 24,074       Água do mar artificial 
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4.3. Amplificação do gene 16S rRNA 
 
Após a extração de DNA de H.perlevis, foi realizada uma amplificação do gene 
16S rRNA, utilizando o par de primers cya106F/cya781R para comprovar a existência 
de cianobactérias nas amostras recolhidas em água do mar natural e água do mar 
artificial. A análise das amostras amplificadas foi efetuada através de uma 
eletroforese, permitindo verificar que ocorreu uma amplificação positiva para todas as 
amostras, com fragmentos de DNA de cerca de 675 pb (Fig. 10). Constatou-se 
também que os amplificados pelos primers 106F / 781R apresentaram mais do que 












PFw PRv BSA DNA
1x 3,25 5 0,5 0,5 0,25 0,5
Cianobactérias – 16S
CYA106F / CYA781R
Volume final: 50 μL
Electroforese
Gel 1,5% agarose
2,5 μL GelRed/100 ml gel)
DNA Ladder 1,5 µL
2 μL DNA
90 volts / 40 min































Figura 10. Eletroforese em gel de agarose a 1,5% para confirmação da amplificação de DNA utilizando os primers 
106F e 781R. Da esquerda para a direita: Marcador de 1Kb; Amostras A1, A2, A3, A4 (Água do mar natural) e A5 

















4.4. Nested- PCR 
 
Uma vez que os amplificados das amostras A1, A2, A3, A4 e A5 exibiram mais 
do que uma banda de interesse, realizou-se um nested PCR para obter uma maior 
amplificação na reação de PCR. Decorrida a eletroforese, esta permitiu validar a 
amplificação através do nested PCR realizada com os primers Cya 359F-GC / 781R 
efetuada a partir dos produtos do primeiro PCR com o par de primers 106F / 781R. 
Assim, da amplificação resultou uma única banda de 422 pb, como previsto, para 




Figura 11. Eletroforese em gel de agaroce a 1,5% para confirmação da correta amplificação de DNA pelo nested PCR 
utilizando os primers 359F – GC e 781R. Da esquerda para a direita: Marcador de 1Kb; Amostras A1, A2, A3,  A4 
















































Da amplificação realizada através de dois PCR’s, o primeiro recorrendo ao par 
de primers Cya106F/781R e o segundo PCR ao par de primers Cya359F- GC/781R 
que possibilitou restringir a sequência específica de DNA a amplificar, foi aplicada a 
técnica de DGGE. Esta técnica molecular, permitiu a análise comparativa do 
polimorfismo dos fragmentos de restrição dos produtos de PCR amplificados obtidos, e 
assim determinar a diversidade de cianobactérias bem como de outros organismos 
presentes na esponja H. perlevis.  
No gel de poliacrilamida a 6% utilizando um gradiente de desnaturantes de 35-
65% foram carregadas as 5 amostras amplificadas por PCR durante 16 horas. 
Finalizada a corrida eletroforética, o resultado indicado na figura 12 permitiu a análise 
de várias amostras em simultâneo, possibilitando a comparação da estrutura 
microbiana de amostras diferentes. 
Durante a observação das bandas, constatou-se que para amostras diferentes 
estas apresentaram inúmeras bandas comuns, isto é, situadas no mesmo local do gel. 
Desta forma, durante a excisão de bandas de interesse foram escolhidas as bandas 
com maior luminescência assumindo que, a estas bandas situadas ao mesmo nível 
corresponderia uma espécie idêntica de cianobactérias presente em diferentes 
amostras. Depois de extraídas as 16 bandas (Fig. 12), estas foram amplificadas 
utilizando os primers Cya359F/781R, tendo desta resultado 13 bandas, no total, cuja 
amplificação foi positiva. (Fig. 14). 
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A1 A2 A3 A4 A5
 
Figura 12- Gel de poliacrilamida a 6% resultante da técnica de DGGE. Ás bandas excisadas de cada amostra 
correspondem *B1, *B2, *B3, *B4, *B5, *B6, *B7, *B8, *B9, *B10, *B11, *B12, *B13, *B14, *B15 e *B16, que foram 
posteriormente amplificadas com cya359F / cya781R, para confirmação da presença de DNA. Da esquerda para a 
direita (em cima): Amostras A1, A2, A3 e A4 (Água do mar natural) e A5 (Água do mar artificial). 
 
4.5.1.  Amplificação de bandas excisadas por DGGE 
 
Após a excisão de bandas por DGGE, como é visível na figura 13, as amostras 
1, 2, 3, 4, 5, 6, 7, 8, 9, 10, 11, 12 e 16 foram amplificadas com os primers cya359F/ 











Figura 13. Resultado da eletroforese, no gel de agarose a 1,5% do PCR utilizando uma diluição de 1:10 para todas as 
amostras. Da esquerda para a direita: Marcador de 1Kb; Bandas de DGGE: B1, B 2, B3, B4, B5, B6, B7, B8, B9, B10, 
B11, B12, B13, B14, B15 e B16; Ct(-) como controlo negativo. 
 
A reamplificação das amostras B1, B2, B3, B4, B5, B6, B7, B8, B9, B10, B11, 
B12 e B16 foi positiva, sendo possível a observação de fragmentos de DNA com 422 
pb, como previsto. Nas amostras B13, B14 e B15 que tinham apresentado uma 
amplificação muito ténue, realizou-se um novo PCR, em condições idênticas utilizando 
2 µL de DNA template de cada amostra, o que se mostrou igualmente infrutífero. 
Assim, para as amostras 13, 14 e 15 cuja reamplificação não foi positiva, considerou-
se que a quantidade de DNA presente seria insuficiente para a sua sequenciação. 
Desta forma, as amostras B1, B2, B3, B4, B5, B6, B7, B8, B9, B10, B11, B12 e B16 
foram preparadas para sequenciar. Os resultados após a purificação das amostras, 
para as quais a reamplificação foi positiva, são mostrados na figura seguinte (Fig. 14). 
 
 
Figura 14. Resultado da eletroforese no gel de agarose a 1,5% das amostras com reamplificação positiva que foram 
purificadas. Da esquerda para a direita: Marcador de 1Kb; Bandas de DGGE: B1, B 2, B3, B4, B5, B6, B7, B8, B9, B10, 
B11, B12 e B16. 
 
  B1   B2   B3    B4    B5   B6    B7   B8    B9   B10  B11  B12  B13 B14 B15  B16         Ct(-)   
   B1       B2       B3       B4      B5       B6       B7      B8       B9      B10     B11    B12     B16 
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Como se verificou através da eletroforese da figura 14 as amostras B1, B2, B3, 
B4 e B5 que foram purificadas apresentaram uma amplificação positiva, tendo sido 
enviadas para sequenciação de DNA para a empresa Macrogene. Contrariamente a 
estas, das restantes amostras B6, B7, B8, B9, B10, B11, B12 e B16 resultou uma 
amplificação negativa, com bandas bastante ténues ou quase impercetíveis. Assim, 
para estas últimas amostras procedeu-se à técnica de clonagem, de modo a isolar 
possíveis cianobactérias presentes nas amostras e obter uma amplificação positiva 




Durante o processo de clonagem realizou-se uma amplificação de clones 
utilizando o par de primers pUC (Fw e Rv) específicos para o vector usado. Para tal, 
foram selecionadas 4 colónias brancas de cada plaqueamento. O resultado desta 
amplificação utilizando o DNA template de cada colónia é mostrado na figura 15. 
Para cada amostra de DGGE cuja amplificação tinha sido negativa, existem 4 
clones. Assim, para a amostra B6 correspondem os clones - C1, C2, C3 e C4; Para a 
amostra B7- clones C5, C6, C7 e C8; Para a amostra B8 - clones C9, C10, C11 e C12; 
Para a amostra B9 - clones C13, C14, C15 e C16; Para a amostra B10 - clones C17, 
C18, C19 e C20; Para a amostra B11 foi possível apenas selecionar uma única colónia 
por isso, para esta amostra existe apenas o clone C21; Para a amostra B12 – clones 










Figura 15. Resultado em gel de agarose a 1,5% da amplificação de clones, pelo PCR colony utilizando o par de primers 
pUC (Fw e Rv). Da esquerda para a direita estão identificados os clones C1, C2, C3, C4, C5, C6, C7, C8, C9, C10, 
C11, C12, C13, C14, C15, C16, C17, C18, C19, C20, C21, C22, C23, C24, C25, C26, C27, C28, C29 por cada amostra 
de dgge cuja amplificação tinha sido negativa (B6, B7, B8, B9, B19, B10, B11, B12 e B16).   
 
Por cada amostra de DGGE (B6, B7, B8, B9, B10, B11, B12 e B16) foi 
selecionado apenas um único clone cuja amplificação foi positiva e com banda intensa 
para o fragmento de 642 pb (~220 bp + 422 pb do fragmento alvo amplificado).  
Assim, para o isolamento de DNA plasmídico de culturas E.coli foram 
selecionados os seguintes clones C2, C6, C11, C15, C19, C23 e C28 que 
correspondem respetivamente às bandas de DGGE – B6, B7, B8, B9, B10, B11, B12 e 
B16. Como é visível na figura 16, para a amostra B11 com apenas um único clone 
C21, não foi possível a observação de uma amplificação positiva, pelo que, nenhum 
clone foi selecionado, o que tornou inviável a sequenciação da mesma amostra. Os 
resultados após o isolamento e eluição do DNA plasmídico são apresentados na figura 
16, onde é visível uma amplificação positiva para todos os clones que foram 
selecionados para este efeito. Desta forma, as amostras resultantes da clonagem 
foram preparadas e enviadas para sequenciar o seu DNA. 
 
   C1    C2    C3   C4    C5   C6   C7   C8    C9   C10 C11  C12 C13 C14 C15 C16    
  B6 
  C17  C18  C19 C20 C21 C22  C23 C24 C25  C26  C27 C28 C29         Ct(-) 
  B7  B8   B9 
B10 B12 B16 B11 
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Figura 16. Resultado em gel de agarose a 1% da amplificação de clones que foram selecionados, para isolamento e 
posterior eluição do DNA plasmídico. Da esquerda para a direita estão identificados os clones selecionados cuja 
amplificação tinha sido positiva: C2, C6, C11, C15, C19, C23 e C28 que correspondem respetivamente às bandas de 





Tabela 8. Bandas de DGGE sequenciadas para cada amostra recolhida de H. perlevis por mês em água do 
mar natural e artificial. 
 
 Amostras Bandas de DGGE 
sequenciadas 
Aquário 


























4º mês (Dezembro) A4 B12 
 






Água do mar 
artificial 
 C2             C6            C11            C15           C19              C23           C28              
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Após sequenciação e tratamento das sequências recorrendo ao programa 
Geneious, estas foram comparadas com sequências do GeneBank. Desta análise, 
apenas foram considerados graus de similaridade superior a 96% e um valor de E 
value igual a zero. 
Da amostra A1 (1º mês) foram isoladas 4 bandas do DGGE. A tabela 9 mostra 
os resultados obtidos por comparação das sequências obtidas, com as presentes no 
GeneBank, para as bandas 1 a 4. As bandas B1, B2 e B4 apresentaram similaridade 
com espécies de cianobactérias. A banda B3 não apresentou similaridade com 
espécies de cianobactéria e para B4 todos os organismos mostraram um E value 
diferente de 0. A banda B1 e B2 apresentaram similaridades de 95% e 98%, 
respetivamente, com diferentes espécies de cianobactéria, de Anabaena, 
Aphanizomenon, Dolichospermum, Sphaerospermopsis, todas pertencentes à família 
Nostocaceae, pelo que estas bandas deverão igualmente pertencer a uma espécie 





















Tabela 9. Resultado da sequenciação das bandas de DGGE 1, 2, referentes à amostra A1 de H. perlevis recolhida 










Dolichospermum flosaquae GU197620.1 
95 % 
Dolichospermum affine GU197603.1 
Anabaena ucrainica GU197602.1 
Sphaerospermopsis reniformis HQ700833.1 
Anabaena reniformis AB551475.1 
Banda 2 










Dolichospermum affine GU197603.1 
Anabaena ucrainica GU197602.1 
Sphaerospermopsis reniformis HQ700833.1 




Anabaena oumiana GU197605.1 
Dolichospermum spiroides GU197606.1 
Anabaena kisseleviana AB551437.1 
Anabaena sphaerica f. conoidea FM177480.1 
Anabaena flosaquae EU078525.1 
Anabaena sphaerica var. tenuis GQ859615.1 
Anabaena aphanizomenoides FM177473.1 
Aphanizomenon aphanizomenoides FJ895122.1 
Anabaena bergii FJ234892.1 
Sphaerospermopsis sp. KC989701.1 
Sphaerospermopsis torques-reginae HQ730087.1 
 
Da amostra A2 (2º mês) foram isoladas as bandas B5, B6 e B7 do DGGE. 
Da comparação das sequências obtidas, com as sequências no genebank, 
verificou-se que todas as bandas apresentaram similaridade com espécies de 
cianobactérias. (Tab. 10). A banda B5 e B6 apresentam similaridades de 99% e 
97%, respetivamente, apenas com espécies do género Acaryochloris pertencentes 
à ordem Chroococcales. No caso da banda B7, para um grau de similaridade de 
99%, foram encontradas espécies de Anabaena, Dolichospermum e 
Sphaerospermopsis, pertencentes à família de Nostocaceae. 
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Tabela 10. Resultado da sequenciação das bandas de DGGE 5, 6, e 7 referentes à amostra A2 de H. 










Acaryochloris sp. AB112435.1 
99% 
Acaryochloris marina KC576806.1 
Uncultured Acaryochloris sp. KC896632.1 
Uncultured cyanobacterium FR828390.1 
Banda 6 
Uncultured cyanobacterium JN825339.1 
97% 
Uncultured Acaryochloris FM995185.1 
Banda 7 
Dolichospermum flosaquae GU197620.1 
99% 
Dolichospermum affine GU197603.1 
Anabaena ucrainica GU197602.1 
Sphaerospermopsis reniformis HQ700833.1 
Anabaena reniformis AB551475.1 
Sphaerospermopsis aphanizomenoides GU197621.1 
Anabaena oumiana GU197605.1 
Dolichospermum spiroides GU197606.1 
Anabaena kisseleviana AB551437.1 
Anabaena flosaquae EU078525.1 
Anabaena sphaerica f. conoidea FM177479.1 
 
Na amostra A3 (3º mês) foram isoladas as bandas B8, B9 e B10 do DGGE. A 
banda B10 não apresentou similaridade com espécies de cianobactérias (Tab. 11). Da 
comparação das sequências obtidas, com as sequências no GeneBank, verificou-se 
que as bandas B8 e B9 apresentaram 99% de similaridade com espécies de 
cianobactérias. Assim à banda B8 corresponderá provavelmente à espécie 
Aphanizomenon sp. pertencente à família Nostocaceae. A banda B9 apresentou 
espécies de cianobactérias pertencentes à ordem Oscillatoriales, para um grau de 
similiaridade de 99%, assim, a esta banda corresponderá a uma espécie pertencente a 










Tabela 11. Resultado da sequenciação das bandas de DGGE 8, 9, e 10 referentes à amostra A3 de H. 





















Oscillatoria sp. AY426545.1 
Uncultured bacterium KF097726.1 
Arthrospira platensis KC217542.1 
Unidentified marine bacterioplancton KC002630.1 
Arthrospira maxima JX827162.1 
Arthrospira sp. AF329393.1 
Arthrospira fusiformis AY672721.1 
Uncultured cyanobacterium KC687163.1 
Spirulina platensis AB074508.1 
 
 
Para a amostra A4 relativa ao 4º mês (Dezembro) em água do mar natural e A5 
recolhida em água do mar artificial foi apenas possível sequenciar a banda B12 e B16, 
respetivamente. Os resultados obtidos por comparação das sequências obtidas, com 
as sequências apresentadas no GeneBank mostraram que para ambas as amostras 





















5.   Discussão de resultados 
5.1. Cultivo da esponja em aquário 
 
Nas últimas décadas, as esponjas marinhas e a sua associação com 
microrganismos têm vindo a despertar o interesse no campo da biotecnologia marinha, 
sendo atualmente reconhecidas como uma fonte extremamente prolífica de compostos 
biologicamente ativos (Taylor et al., 2007). A variedade de atividades biológicas 
manifestadas por estes metabolitos, traduzem-se em aplicações com potencial 
farmacêutico e tecnológico, como biomateriais, biorremediação e anti incrustação 
(Hentschel et al., 2006; Ehrlich, 2007; Schröder et al., 2007) No entanto, a descoberta 
destes compostos e a sua utilização à escala industrial, é ainda limitada pelo facto de 
estes existirem em quantidades escassas, de modo a ser necessário recolher grandes 
porções de esponja para se obter quantidades significativas dos compostos alvo. 
Neste sentido, a produção sustentável e economicamente viável dos 
metabolitos de esponjas marinhas, requere alternativas à extração da biomassa 
destas no oceano. Como tal, da necessidade em mimetizar as condições do meio 
ambiente natural mantendo as associações esponja-microrganismo e atividade 
metabólica, surge a cultura de esponjas in situ, em sistema aberto. Porém, o sucesso 
já relatado desta técnica, é também limitado pelo maior risco de exposição e variação 
de fatores abióticos desfavoráveis (ex: tempestades, contaminação da água), que 
podem comprometer o crescimento e sobrevivência dos organismos vivos (Page et al., 
2011; Duckworth & Wolff, 2007; Brümmer & Nickel, 2003). Esta lacuna é ultrapassada 
pela cultura ex situ de esponjas em aquários, a qual foi aplicada neste estudo 
permitindo desta forma o controlo das condições de cultivo e monitorização de 
parâmetros físico químicos da água. Este método de cultura suporta também algumas 
dificuldades, nomeadamente na otimização de parâmetros (salinidade, temperatura, 
pH, amónia, nitritos, nitratos, quantidade de oxigénio dissolvido) de qualidade da água 
o que requer elevado conhecimento sobre o habitat natural, e na alimentação, pois 
algumas espécies de esponja carecem de nutrientes e suplementos específicos e 
vitais, como o ferro ou sílica (Osinga, 1998). A grande eficácia de filtração das 
esponjas exige também sistemas com capacidade e recirculação de água elevada. De 
forma a minimizar as desvantagens que este método de cultura acarreta, era essencial 
para este estudo a seleção de uma esponja cuja adaptação fosse mais fácil e a 
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resistência fosse maior às condições de cultivo. Além disso, para que este método 
possa depois ser aplicado para diversos estudos, a espécie escolhida deveria ser uma 
cosmopolita. 
Em organismos como as esponjas marinhas, as células demonstram 
capacidade em reconhecer e distinguir os seus simbiontes, permitindo uma 
associação específica e de forma espontânea durante a reagregação celular. Assim, 
uma das premissas para a concretização deste estudo, era também manter as 
relações simbióticas intactas para que o consórcio esponja-microrganismos pudesse 
ser estudado por um período de tempo determinado. No entanto, o cultivo em 
laboratório, demonstra também muitas das vezes maior suscetibilidade das esponjas, 
ao crescimento e proliferação de microrganismos (bactérias, fungos e vírus) 
prejudiciais na sua superfície, que desencadeiam doenças e levam posteriormente à 
sua deterioração. Esta situação, poderia ser evitada pelo uso de antibióticos (Caralt et 
al., 2003) que previnem o desenvolvimento de fungos e bactérias parasitas, no 
entanto, esta solução não foi adotada neste estudo pois não existe garantia de que 
estes compostos não possam prejudicar (competição pelo espaço e nutrientes) 
também, as comunidades de microrganismos associadas à esponja, nomeadamente 
de cianobactérias, o que poderia pôr em risco a continuidade do estudo.  
A espécie de esponja Hymeniacidon perlevis foi assim selecionada para este 
estudo, uma vez já testada a sua manutenção em laboratório em ensaios preliminares 
(Pereira, 2012), tendo demonstrado a reunião das condições referidas para a sua 
subsistência em aquário. A remoção da amónia e outros compostos tóxicos 
acumulados, foi assegurada quer pela renovação frequente da água do aquário, quer 
por um sistema de recirculação contínuo que permite aumentar a quantidade de 
nutrientes disponíveis em suspensão, de forma a poderem ser consumidos/filtrados 
pela esponja. Como alternativa, por vezes o uso de um sistema de recirculação está 
acoplado a uma cultura de microalgas, que atuam simultaneamente como fonte de 
alimento para esponjas, e biofiltro ao assimilar compostos orgânicos como a amónia e 
nitratos. 
A dieta alimentar de H. perlevis teve por base uma mistura artificial composta 
essencialmente por peixe, camarão, algas, leveduras e spirulina, que era dissolvida 
em água do mar natural. Esta, foi também suplementada com algum do fitoplâncton 
que advém da água do mar natural, através da qual é possível também a entrada 
involuntária de cianobactérias. Neste sentido, para aumentar a eficácia de filtração da 
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água e garantir a ausência de cianobactérias no meio, a esponja H. perlevis foi 
colocada num aquário com água do mar artificial e desta forma permitir analisar se a 
comunidade de cianobactérias difere daquela presente na esponja que foi colocada 
num outro meio, em água do mar natural. Desta forma, a utilização de água do mar 
artificial iria também permitir verificar se o regime alimentar das esponjas neste meio, 
estritamente reduzido à ração comercial, iria ser prejudicado e consequentemente 
tornar inviável a manutenção de H. perlevis no aquário. 
O tempo de permanência das esponjas em aquário com água do mar natural e 
artificial foi de cerca de 105 dias e 30 dias, respetivamente. Verificou-se ao longo do 
tempo, que algumas das esponjas apresentaram variações na sua morfologia, 
diferentemente daquela que foi observada no dia da sua extração no habitat natural. 
Alguns dos fragmentos das esponjas H. perlevis foram apresentando pequenas 
projeções ou papilas a emergir de uma base comum, mas estas foram apenas 
exibidas nas esponjas em água do mar natural. Regra geral, as esponjas fixavam-se 
diretamente ao substrato (placa de petri) através de uma base larga de consistência 
macia e elástica, ou por meio de digitações/papilas que partiam da sua superfície. 
Todos os fragmentos de H. perlevis recolhidos apresentavam uma coloração viva 
alaranjada aquando da extração, que se manteve ao longo do estudo. 
Tendo em conta que os fragmentos de esponja nos aquários foram sendo 
cortados, a perda da sua biomassa deveu-se em grande medida à massa exigida que 
foi utilizada para a quantificação de pigmentos fotossintéticos e análise molecular. No 
entanto, também se observou que alguns fragmentos de esponja ainda intatos, 
sofreram uma redução mais acentuada da sua massa assim como uma perda de 
firmeza na sua consistência. Esta diminuição da biomassa de esponjas foi verificada 
também, aquando da segunda amostragem no final de Novembro no seu meio 
ambiente natural, sendo praticamente inexistente a presença desta espécie no mesmo 
local onde esta foi coletada no mês de Setembro. A maior abundância de H. perlevis 
observada no final do Verão na praia da Memória, veio corroborar alguns estudos que 
apontam que a época de reprodução desta espécie seja entre o fim da Primavera e o 
fim do Verão (Gaino et al., 2010) e que esta seja desencadeada por fatores ambientais 
principalmente pelo aumento de temperatura que estimula a gametogénese (Diaz, 
1973). 
O estudo desenvolvido ao longo dos 105 dias no aquário de água do mar 
natural, comprovou a viabilidade do método de cultivo ex situ para esta esponja do tipo 
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incrustante siliciosa, como aliás foi sugerido por Duckworth (1997), sendo possível a 
sua subsistência em condições controladas por períodos de tempo mais longos. A 
utilização da água do mar artificial, apesar de restrita a apenas um mês, pois toda a 
biomassa de esponja foi aproveitada, mostrou que esta pode ser uma boa alternativa à 
eliminação de todo o material biológico existente na água, e assim aumentar a sua 
filtração de modo a impedir o aparecimento de doenças, que podem causar a necrose 
dos tecidos de espongina, e consequentemente pôr em causa a preservação e 
comprometer o crescimento da esponja no aquário.  
 
5.2. Quantificação de pigmentos fotossintéticos 
 
Considerada a mais primitiva das associações entre metazoário-
microrganismo, as cianobactérias surgem como um dos organismos fotossintéticos 
mais abundantes e mais frequentemente associados a poríferos (Hentschel et al, 
2006; Wilkinson, 1979 a, b).  
Como espécie intertidal, que habita preferencialmente na zona epibentónica, H. 
perlevis é uma esponja sujeita a maior exposição ao ar atmosférico e 
consequentemente, a maior variação de temperatura e radiação especialmente 
durante o período de baixa-mar. Deste facto poderá resultar uma forte necessidade de 
associação desta esponja com fotosimbiontes, como foi verificado em outras espécies 
intertidais (Steindler et al., 2002). Esta aparente dependência das esponjas em 
organismos autotróficos poderá ser explicada por duas razões. A primeira deve-se à 
necessidade em preencher os requisitos energéticos, durante o período de exposição 
ao ar e luz UV onde se encontram emersas ficando assim impossibilitadas de filtrar na 
coluna de água. Desta perspetiva, os fotosimbiontes atuam como uma fonte essencial 
de nutrientes. A segunda razão, prende-se com a possibilidade de maior proteção 
através da produção de substâncias antioxidantes (ex: aminoácidos tipo 
micosporinas), que estes organismos fotossintéticos oferecem em ambientes cuja 
intensidade da luz UV é muito elevada, como ocorre entre a esponja Petrosia ficiformis 
e a cianobactéria Aphanocapsa feldmanni (Regoli, 2000). 
A abundância de cianobactérias em esponjas, está correlacionada com a 
concentração de pigmentos fotossintéticos. Deste modo, a proporcionalidade direta 
entre a quantidade de clorofila a e ficobiliproteínas e a quantidade de cianobactérias, 
poderia indicar uma maior ou menor densidade da comunidade simbiótica de 
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cianobactérias a hospedar em H. perlevis (Thacker, 2007). Dada a baixa concentração 
de clorofila a verificada (Fig. 8) ao longo dos 105 dias, a esponja H. perlevis detém 
uma baixa atividade fotossintética, por comparação a outras esponjas (Haliclona 
walentinae) em ambientes subtropicais, onde se verificaram valores muito elevados de 
clorofila a (> 400 µg/g) (Erwin & Thacker, 2007). Alguns estudos (Thacker et al., 2007), 
têm contribuído para levantar a hipótese de que existe uma associação entre o teor de 
clorofila a e a presença de cianobactérias unicelulares/filamentosas. Assim, valores 
mais baixos de clorofila a mostram que existe uma maior abundância de 
cianobactérias unicelulares, enquanto valores mais elevados correspondem a um 
maior número de cianobactérias filamentosas, o que significa então que H. perlevis 
poderá albergar uma maior comunidade de cianobactérias unicelulares dada a 
diminuta concentração de clorofila a verificada.  
Outra das conclusões retiradas, tem a ver com o valor mais elevado de 
concentração da clorofila a registado no 1º dia da esponja no aquário em condições 
laboratoriais, logo após a sua recolha no meio ambiente natural e a sua posterior 
diminuição. Tal facto, poderá ser explicado, pela influência da luminosidade na 
quantidade de pigmentos fotossintéticos e consequentemente na presença de 
cianobactérias em H. perlevis (MacIntyre, 2002). No seu habitat natural, durante o 
período de baixa-mar, a esponja fica exposta a uma intensidade luminosa mais 
acentuada, que poderá contribuir para o aumento da comunidade de cianobactérias 
simbióticas. Assim, prevê-se que uma intensidade de luz superior aplicada no 
laboratório onde decorreu o ensaio, poderia resultar em valores mais elevados no teor 
global de clorofila a e consequentemente, ter-se-ia uma maior densidade de 
cianobactérias em H. perlevis. 
No que respeita à quantificação de ficobiliproteínas (Fig. 9), os valores 
apresentados ao longo do ensaio não foram compatíveis com os valores apresentados 
de clorofila a. Nos primeiros dias em água do mar natural, houve uma diminuição tanto 
na concentração de clorofila a como de ficobiliproteínas pelo que, resultou no 
decréscimo de cianobactérias nas esponjas. A partir do 15º dia, ocorreram grandes 
oscilações no que respeita a ambos os pigmentos fotossintéticos. Assim, quando 
surgiu um decréscimo na concentração de clorofila a, verificou-se um aumento no 
valor de ficobiliproteínas e vice-versa. Tal facto, pode ser explicado pela presença de 
outros organismos como algumas algas (diatomáceas, euglenófitas) e diversas 
bactérias e algas, que tal como as cianobactérias são fotossintéticas. Apesar da 
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correlação admitida, entre a quantidade de clorofila a, ficobiliproteínas e a abundância 
de cianobactérias, a ocorrência de outros organismos fotoautotróficos associados à 
esponja não pode ser desprezada, tendo em conta que estes contêm uma mistura de 
mais de um tipo de pigmentos fotossintéticos. Esta diversidade de hospedeiros 
fotossintéticos, poderia também de alguma forma representar uma ameaça para a 
comunidade de cianobactérias, ao competir pelos mesmos recursos e, até mesmo ser 
prejudicial para a própria esponja, cuja aquisição de nutrientes pode depender do 
intercâmbio simbiótico. Considerada a presença destes simbiontes autotróficos, a 
mesma não terá afetado negativamente a comunidade de cianobactérias, uma vez que 
se verificou um incremento de ambos os pigmentos, clorofila a e ficobiliproteínas no 
final do ensaio entre o 90º dia e o 105º dia. Desta forma, os resultados observados, 
permitiram concluir que a variação do conteúdo pigmentar, se traduz na alteração de 
abundância de cianobactérias presentes em H. perlevis assim como de outros 
organismos fotossintéticos. Esta inconstância verificada na comunidade de 
cianobactérias manifesta também a oscilação entre os custos/benefícios que esta 
relação simbiótica comporta. Desta forma, a dinâmica entre esponjas e cianobactérias 
simbióticas pode ser fortemente influenciada quer pelo tipo de simbionte, quer pela 
espécie de esponja, como também por fatores abióticos. 
 
5.3. Identificação filogenética de cianobactérias associadas a 
Hymeniacidon perlevis 
 
Atendendo ao objetivo primordial proposto por este estudo, em investigar a 
diversidade e composição de comunidades microbiológicas, especificamente de 
cianobactérias em H. perlevis, recorreu-se a técnicas de análise molecular. A 
estratégia de fingerprinting genético delineada, consistiu primeiramente na extração do 
DNA de esponja, seguida da amplificação de genes que codificam para o 16S rRNA. 
Desta amplificação, resultaram os produtos de PCR que foram tratados e analisados 
por meio da técnica de DGGE, e por fim procedeu-se à clonagem e sequenciação de 
fragmentos genómicos. 
Dada a complexidade do microcosmos de espongiários e a variedade de 
comunidades microbianas intrínseca a estes, as cianobactérias constituem apenas 
uma diminuta parcela integrada nesta vastidão de microorganismos. Por forma a 
selecionar a comunidade de cianobactérias a partir do DNA extraído de H. perlevis, 
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foram utilizados primers específicos, designadamente cya106F e cya781R (Nϋbel et 
al., 1997), que permitem a amplificação de sequências de cianobactérias. Apesar da 
especificidade concedida pelos primers, é de ressalvar a possibilidade que os mesmos 
têm, em emparelhar igualmente com sequências de 16S rRNA de outros 
microrganismos. Tal facto, é suportado pela existência de um número avultado de 
sequências de organismos para além das cianobactérias, depositadas na base de 
dados GeneBank quando empregues os primers referidos. O emparelhamento não 
específico destes primers com o DNA hospedeiro poderia assim, constituir um entrave 
à obtenção de sequências de cianobactérias como se pretendia.  
Aplicada a técnica de reação em cadeia da polimerase (PCR), com os primers 
cya106F/cya781R, verificou-se uma amplificação positiva que resultou da obtenção de 
bandas em todas as amostras (Fig. 10). É de constatar também, a existência de mais 
do que um fragmento amplificado de tamanho diferente por cada amostra, o que 
poderá indicar a presença de outros procariotas além de cianobactérias. Portanto, o 
aparecimento de bandas sugere a presença de cianobactérias, no entanto, não 
oferece garantia de que apenas cianobactérias foram amplificadas. 
Com efeito, a necessidade de obter o máximo de homologia e afinidade entre 
os primers e as sequências do gene 16S rRNA de cianobactérias, de forma a 
aumentar a amplificação de apenas cianobactérias, levou à realização de um nested-
PCR. Na execução desta técnica foram utilizados os primers cya359F-GC e cya781R, 
ocorrendo uma amplificação secundária do produto anteriormente submetido a uma 
reação de PCR, com o par de primers cya106F/cya781R. A obtenção de uma única 
banda do tamanho pretendido (422 pb) em todas as amostras (Fig. 11), restringiu a 
possibilidade de amplificação de diversos microrganismos, permitindo assim ter maior 
grau de confiança de que as sequências obtidas correspondem a cianobactérias. 
Para a deteção e distinção de polimorfismos do DNA amplificado por PCR, 
utilizou-se a técnica de eletroforese em gel com gradiente de desnaturação (DGGE). A 
análise genética de várias amostras em simultâneo através deste método, viabilizou a 
identificação e caraterização genética da comunidade de cianobactérias associada a 
H. perlevis, bem como a comparação qualitativa da sua estrutura microbiana ao longo 
do tempo.  
A abundância de organismos procariotas, nomeadamente de cianobactérias, 
presentes nas amostras de H. perlevis, foi avaliada pelo número de bandas exibidas 
pela DGGE. Em cada amostra (Fig. 12), a média do número de bandas observadas 
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oscilou entre 12 a 18 bandas, pelo que, podemos desde logo assumir que o padrão ou 
perfil de bandas visualizado no gel não difere significativamente entre as cinco 
amostras. Apesar de não se verificar uma variação de grande amplitude no número de 
bandas, a intensidade e posição destas no gel foi bastante distinta entre todas as 
amostras. Este facto, sugere que a diversidade de organismos associados a H. 
perlevis pode não sofrer grande variação ao longo do tempo, mas sim que a 
abundância e organismos dominantes possam variar.  
Considerou-se portanto, que bandas situadas ao mesmo nível, em diferentes 
amostras, corresponderiam a um organismo similar. No gel, foi possível observar que 
a banda B1 é comum a todas as amostras uma vez que estas, apresentam uma banda 
no mesmo local que B1. Esta observação, levou inicialmente a supor que a estas 
bandas (exemplo de B1 e B5) correspondesse o mesmo organismo, e a sua presença 
na mesma posição em todas as amostras, poderia indicar uma predominância do 
mesmo ao longo do tempo. A permanência deste organismo desde o início até fim do 
ensaio, poderia assim sugerir que este organismo fosse um verdadeiro simbionte de 
H. perlevis. Após a sequenciação, foi possível verificar que tal não ocorreu, ou seja, as 
bandas situadas no mesmo local em diferentes amostras revelaram diferentes 
organismos. Assim, na banda B1 (amostra A1) verificou-se a presença de espécies de 
cianobactéria todas pertencentes à família Nostocaceae, ao passo que na banda B5 
(amostra A2) o organismo detetado pertence à ordem Chroococcales. Erwin & Thacker 
(2007) admitiram que a utilização do gene 16S rRNA demonstra ter baixos níveis de 
variabilidade entre diferentes populações de cianobactérias associadas a esponjas, o 
que explica a diferença de espécies observada nas banda B1 e B5. Deste facto, 
resulta muitas vezes a que a diversidade genética de cianobactérias seja subestimada. 
Esta dificuldade na análise genética, provem também da existência de grupos 
polifiléticos como é o caso de Acaryochloris encontrado na banda B5. Sendo este um 
género pertencente à ordem Chroococcales, evidências recentes têm demonstrado 
que este é também filogeneticamente relacionado com a ordem Oscillatoriales 
(Miyashita et al., 2003), o que dificulta a interpretação na análise proveniente da 
DGGE. Neste sentido, a utilização da região ITS (16S-23S rRNA Espaço Interno 
Transcrito) pode ser uma possibilidade para se obter conclusões mais definitivas e 
ultrapassar a dicotomia patente na taxonomia verificada nalguns grupos de 
organismos.  
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Por este princípio, bandas como B3, B7 e B13, que ocorrem numa única 
amostra (A1, A2 e A4 respetivamente), sugerem que se possam tratar de organismos 
transitórios que foram adquiridos naquele momento e, não se mantiveram ao longo do 
ensaio não constituindo verdadeiras associações com Hymeniaciadon perlevis. Por 
outro lado, também poderá indicar, que estes existem em menor quantidade nas 
outras amostras (A3 e A5), não sendo visíveis as respetivas bandas. No caso das 
bandas (B10 e B11; B12 e B16; B4) que surgem em grande parte mas não na 
totalidade das amostras, poderão representar organismos com uma associação mais 
frequente a esta esponja. A observação de bandas na amostra A1, correspondente ao 
1º mês do ensaio, e a ausência das mesmas em A4, no final do ensaio, como se 
verifica na banda B3, poderá significar uma redução na diversidade de cianobactérias 
associada a H. perlevis, uma vez que houve perda e um decréscimo na abundância de 
organismos ao longo do tempo. No caso das bandas B1 e B5 ou B9, que se 
mantiveram desde o início (A1) até ao término do ensaio (A4), estas apresentam 
diferentes intensidades de banda. Assim, as bandas B1 e B5 de maior intensidade 
poderão sugerir que este organismo surja com maior abundância, e que este seja 
dominante nestas amostras, razão pela qual se considera possível a existência de 
uma verdadeira relação simbiótica com H. perlevis. Também foi possível constatar que 
a amostra A5, referente à cultura de H. perlevis em água do mar artificial, revelou ser a 
amostra com menor número de bandas cuja intensidade era também menos 
acentuada quando comparada com as amostras de H. perlevis em água do mar 
natural (A1, A2, A3 e A4). Face a esta diferença, observada no perfil de bandas entre 
A5 e A1 (decorrido o mesmo tempo de ensaio, 1 mês), a interpretação deste resultado 
leva a considerar, que as condições mantidas em água do mar artificial que assentam 
na maior privação do ponto de vista alimentar, podem comprometer a biodiversidade 
patente na esponja Hymeniacidon perlevis.  
Posteriormente à análise da DGGE, os resultaram mostraram uma amplificação 
positiva para cerca de 13 amostras das 16 bandas que foram excisadas do gel (Fig. 
14). A inexistência de amplificação ou amplificação muito ténue verificada em algumas 
das amostras (B13, B14 e B15), pode ser atribuída à pouca quantidade de DNA 
presente ou à degradação do DNA em detrimento de uma maior exposição das 
amostras aos raios ultravioletas. Face ao grande número de bandas exibido em cada 
amostra no gel, tentou-se que a duração do processo de excisão de bandas do gel 
fosse o mais célere possível. De modo a evitar precisamente maior tempo de 
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exposição aos UV e consequentemente danificar o DNA, foram selecionadas as 
bandas com maior luminescência.  
Dos resultados após a purificação do DNA, concluiu-se que apenas 5 amostras 
(B1, B2, B3, B4 e B5) demonstraram ter uma amplificação positiva sendo estas 
enviadas para sequenciar. De notar, que a amplificação positiva destas amostras 
correspondem às primeiras bandas excisadas do gel e cujo período de tempo em que 
estiveram expostas à ação dos raios UV foi mais curto, o que poderá apoiar a hipótese 
de maior dano de DNA para as restantes amostras. Face à amplificação muito ténue 
denotada nas amostras B6, B7, B8, B9, B10, B11, B12 e B16 (Fig. 15) concluiu-se que 
a melhor estratégia para o isolamento de estirpes de cianobactérias seria recorrer à 
clonagem. Após a sua execução (Fig. 16), ainda que para uma das amostras (C11) 
não tenha ocorrido amplificação, esta revelou-se uma técnica bastante vantajosa na 
medida em que possibilitou uma amplificação positiva das amostras em falta 
correspondentes a B6, B7, B8, B9, B10, B12 e B16 e posteriormente enviar para a sua 
sequenciação. 
A identificação filogenética de estirpes de cianobactérias de H. perlevis, 
permitiu acompanhar as flutuações e alterações na composição da comunidade de 
cianobactérias, numa escala temporal. A grande maioria das sequências adquiridas 
restringiram-se a cianobactérias, tal como se pretendia, sendo possível a sua 
identificação até à espécie e apresentando um grau de similaridade bastante 
significativo, superior a 96%.  
Os resultados das sequências de DNA revelaram que existe uma certa 
estabilidade na comunidade de cianobactérias ao longo do tempo. As amostras A1 e 
A2 correspondentes ao cultivo de H. perlevis no 1º e 2º mês respetivamente, 
apresentaram uma grande diversidade de estirpes de cianobactérias, sendo a grande 
maioria das espécies comum às duas amostras. Verificou-se portanto que a 
comunidade de cianobactérias era constituída por diversas espécies e que esta 
apresentou uma grande uniformidade mantida ao longo dos 60 dias em água do mar 
natural. 
Na amostra A1, relativa ao 1º mês no aquário, verificou-se a presença de 
organismos pertencentes à família Nostocaceae. O mesmo foi verificado na amostra 
A2, relativa ao 2º mês o que demonstra a estabilidade desta família, associada a H. 
perlevis ao longo dos 60 dias. No entanto, também nesta mesma amostra, surgiram 
sequências pertencentes à ordem Chroococcales, a que corresponderá uma espécie 
FCUP 





de Acaryochloris. Ao 3º mês, para além da presença de Aphanizomenon sp., da 
família Nostocaceae, foi igualmente encontrada uma espécie pertencente à ordem 
Oscillatoriales. 
A permanência de espécies da família Nostocaceae ao longo de 90 dias em H. 
perlevis sugere que poderá existir uma espécie desta família que seja um verdadeiro 
simbionte da esponja. Tendo em conta que a família Nostocaceae abriga diversas 
espécies de cianobactérias filamentosas, capazes de fixar o azoto através de células 
especializadas (heterocistos), este poderá ser um fator determinante no crescimento e 
metabolismo de H. perlevis ao constituir uma importante fonte de alimento, o que leva 
a uma maior dominância ao longo do tempo. 
Para a amostra A4 (4º mês) e A5 (água do mar artificial) não foi possível obter 
sequências de cianobactérias, resultando apenas sequências de outros organismos, 
também eles detetados na amostra A1 e A3, pelo não se pode aferir em relação à 
diversidade de cianobactérias associada a estas amostras de H. perlevis. No entanto, 
atendendo ao padrão de bandas que a amostra A4 exibiu, semelhante ao das 
restantes (A1, A2 e A3) julga-se que no período de tempo de 105 dias, entre Setembro 
a Dezembro, a esponja H. perlevis apresentou uma comunidade de cianobactérias 
estável, cuja diversidade não variou significativamente. 
Atendendo ao facto da esponja albergar uma mistura de cianobactérias 
generalistas e específicas, é interessante notar também que neste estudo, se verificou 
a escassez de sequências pertencentes ao género Synechococcus e mais 
concretamente, a ausência da cianobactéria generalista Synechococcus spongiarum 
recorrentemente descrita nas associações em inúmeras esponjas. De forma idêntica, 
também os géneros Aphanocapsa, Lyngvya, Oscillatoria e Synechocystis mais 
habituais, foram encontrados muito raramente nas amostras de H. perlevis, sendo que 
apenas espécies da família Nostocaceae surgiram mais frequentemente. 
A conclusão deste estudo vem assim corroborar com inúmeros autores que 
afirmam que as comunidades microbianas associadas a esponjas não variam ao longo 
do tempo (Friedrich et al., 2001; Erwin et al., 2012; Taylor et al., 2004). Esta hipótese 
vem sustentar a especificidade que existe nas relações microrganismo-esponja, 
(verificada entre a cianobactéria Oscillatoria spongeliae e a esponja Lamellodysidea 
chlorea) mantida por associações estáveis e mutualistas e, por conseguinte a teoria de 
coespeciação desenvolvida nestes consórcios simbióticos (Thacker & Starnes, 2003). 
Neste estudo, verificou-se que espécies pertencentes à família Nostocaceae foram 
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aqueles que se destacaram por surgirem regularmente e terem perdurado ao longo de 
3 meses nas amostras de H. perlevis. Desta forma, pode considerar-se que estas 
espécies, representadas nas bandas do DGGE, e presentes nas amostras A1, A2, e 
A3 correspondentes aos 3 meses, terão desenvolvido uma forte associação com H. 
perlevis, mais estável e consistente durante este período de tempo do que outras 
espécies. Numa perspetiva futura, seria interessante analisar se as diferentes 
linhagens de cianobactérias simbiontes de esponjas executam funções distintas nesta 
simbiose.  
Outros estudos (Anoop et al., 2012) onde foi verificada a variabilidade na 
comunidade de cianobactérias em H. perlevis, recolhida em diversos locais e em 
períodos sazonais diferentes, sugerem que não existe uma associação especialista 
com a esponja hospedeira e que estes fotosimbiontes, variam independentemente da 
localização geográfica, sendo esta variação influenciada provavelmente por flutuações 
sazonais. Esta conclusão, põe em causa também a teoria de coevolução, e que a 
associação verificada entre cianobactérias generalistas e esponjas pode ser atribuída 

























O presente estudo demonstra que a esponja H. perlevis é uma espécie viável 
para a cultura em aquário e a adaptação em condições controladas, permitindo manter 
a sua morfologia e coloração caraterística por um período de 4 meses em água do mar 
natural.  
No decurso da manutenção em aquário, foi percetível através da quantificação 
de pigmentos fotossintéticos presentes na esponja, que a abundância de 
cianobactérias ou de outros organismos fotossintéticos, sofreu oscilações ao longo dos 
105 dias. A diminuição verificada na concentração de clorofila a e ficobiliproteínas nos 
primeiros 15 dias após a colocação de H. perlevis no aquário de água do mar natural, 
sugere que esta tenha ocorrido no decurso da sua aclimatização às condições 
laboratoriais, provavelmente influenciada pela luminosidade. Esta é uma hipótese 
sustentada pelo incremento de cianobactérias verificado em esponjas expostas a uma 
intensidade luminosa maior e semelhante à do meio natural. A disparidade verificada nas 
flutuações entre a clorofila a e ficobiliproteínas, sugere a presença de outros 
organismos fotossintéticos ao longo do ensaio, para além de cianobactérias. No 
entanto, o aumento do conteúdo pigmentar na fase final demonstra que a abundância 
de cianobactérias em H. perlevis não foi comprometida pela presença de outros 
fotosimbiontes. Aliado a este facto, também o baixo teor global de clorofila a na 
esponja, permite considerar que esta espécie contém uma parca comunidade de 
cianobactérias associada a si.  
A análise molecular revelou uma comunidade diversa de cianobactérias a 
hospedar na esponja H. perlevis, que assenta aparentemente numa estrutura estável 
ao longo do tempo. A presença contínua e permanente de grande parte dos géneros 
de cianobactérias em H. perlevis aponta assim para uma interação altamente 
integrada entre esta esponja e os cianobiontes. Dos géneros que ocorreram com 
maior frequência, os pertencentes à família Nostocaceae destacaram-se por serem os 
mais dominantes, permitindo conjeturar que estas espécies, que se conservaram 
durante maior período de tempo, possam ser tão específicas como verdadeiros 
simbiontes de H. perlevis. Esta aliança simbiótica mantida por pressões seletivas, 
pode resultar de adaptações microbianas neste ambiente conferido pelas esponjas, 
que advém da transmissão vertical destes organismos especialistas na esponja 
anfitriã, sustentando a teoria de co-evolução. 
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A cultura de H. perlevis em água do mar artificial durante 30 dias sugere que 
esta pode constituir-se uma opção vantajosa no sentido de melhoria da filtração da 
água. Apesar da subsistência da esponja neste meio, a ausência de fitoplâncton do 
qual se alimentam quando em água do mar natural, pode estar na origem da menor 
diversidade de cianobactérias neste meio. É de ressalvar, que esta explicação resultou 
apenas da observação do perfil de bandas de DGGE exibido, uma vez que os dados 
de sequenciação resultaram apenas em sequências de outros grupos filogenéticos 
para esta amostra. Torna-se assim necessário verificar a manutenção de esponjas em 
aquário de água do mar artificial por períodos de maior duração, por forma a obter 
resultados mais definitivos.  
As técnicas de biologia molecular desenvolvidas neste estudo, representaram 
uma mais-valia na tentativa de vislumbrar um pouco do intrincado microcosmos de H. 
perlevis e, obter assim um conhecimento mais profundo e fiável da composição e 
diversidade da comunidade de cianobactérias associada. É de considerar, a 
importância que existe em otimizar as condições de aquacultura, e analisar as 
alterações na comunidade microbiana pois as mesmas, podem constituir implicações 
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